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Das Dorsalgefäß von Drosophila ist ein wertvolles Modellsystem für die 
Untersuchung der genetischen und molekularen Mechanismen der Kardiogenese. 
Ein Schlüsselereignis der Kardiogenese ist die Bildung eines Herzlumens, durch das 
die Hämolymphe gepumpt wird, um Nährstoffe und Zellen des angeborenen 
Immunsystems zu zirkulieren.  
Ein Schwerpunkt meiner Arbeit umfasste die Identifizierung neuer Gene, die im 
embryonalen Dorsalgefäß von Drosophila exprimiert sind. Dafür habe ich die 
Expression von 101 Genen, deren Orthologe spezifisch im Herzen von Zebrafisch 
exprimiert sind, in Drosophila untersucht. Ich identifizierte ein Gen, das für das Cbl-
assoziierte Protein (CAP) kodiert. Durch Herstellung eines anti-CAP Antikörpers 
konnte ich erstmals eine detaillierte Lokalisation des CAP-Proteins im Dorsalgefäß 
beschreiben. Interessanterweise stellte sich dabei heraus, dass CAP ähnlich wie die 
homologen Vertebraten Proteine embryonal an den fokalen Adhäsionskontakten der 
Kardioblasten und im adulten Dorsalgefäß auch an den Z-Scheiben und den Zell-
Zell-Kontaktstellen der Kardiomyozyten lokalisiert ist. Des Weiteren untersuchte ich, 
welche Auswirkungen der Verlust der CAP Funktion auf die Herzentwicklung hat. Für 
die Analyse der CAP-Mutanten nutzte ich neben Immunhistochemischen Methoden 
auch ultrastrukturelle Analysen mittels TEM-Mikroskopie. So konnte ich zeigen, dass 
embryonale Dorsalgefäße von CAP-Mutanten eine fehlerhafte Anzahl sowie 
Anordnung der Kardioblasten und Lumendefekte aufweisen. Ein genetischer 
Interaktionstest untermauerte meine Vermutung, dass CAP mit dem 
Integrinsignalweg während der embryonalen Dorsalgefäßentwicklung interagiert. 
Live-Aufnahmen des pumpenden Dorsalgefäßes von Drosophila L3-Larven und 
Injektionstests an späten Puppen zeigten zudem, dass der Verlust der CAP Funktion 
auch zu starken Defekten in der Funktionalität des larvalen und adulten 
Dorsalgefäßes führt.  
 




The heart of Drosophila provides a valuable model system for the examination of the 
genetic and molecular mechanisms that guide cardiogenesis. A key event of 
cardiogenesis is the formation of a heart lumen through which the hemolymph is 
pumped to circulate nutrients and cells of the innate immune system.  
A main focus of my work was the identification of new genes that are expressed in 
the embryonic heart of Drosophila. Therefore I studied the expression of 101 genes, 
whose orthologues are expressed specifically in the heart of zebrafish. I identified a 
gene that encodes for the Cbl-associated protein (CAP). By generating an anti-CAP 
antibody I could describe the localization of the CAP protein in the heart for the first 
time in detail. Interestingly, it turned out that CAP is located similar to the homologous 
vertebrate proteins at the focal adhesion contacts of cardioblasts in the embryo and 
at the Z-discs and the cell-cell contact sites of cardiomyocytes in the adult heart. I 
also examined the consequences of the loss of CAP function on heart development. 
For the analysis of the CAP mutants I used immunohistochemical and ultrastructural 
analysis by TEM microscopy. So I was able to demonstrate that embryonic hearts of 
CAP mutants show a defective number and arrangement of cardioblasts and lumen 
defects. A genetic interaction test substantiated my guess that CAP interacts with the 
Integrin signaling pathway during embryonic heart development. Live recordings of 
the pumping heart of Drosophila L3 larvae and injection tests of late pupae also 
showed that the loss of CAP function leads to severe defects in the functionality of 
the larval and adult heart.  
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Ein zentrales Ziel der Entwicklungsbiologie ist die Identifizierung und 
Charakterisierung von Genen, die die Bildung von spezifischen Zelltypen, Geweben 
und Organen kontrollieren. Das Herz ist eines der ersten Organe, die während der 
Embryogenese gebildet werden und seine zirkulatorische Funktion ist bereits in 
Vertebratenembryonen für die Lebensfähigkeit von entscheidender Bedeutung. 
Defekte in der Herzentwicklung führen oft zu angeborenen Herzerkrankungen, die 
den häufigsten Geburtsdefekt bei Neugeborenen darstellen (Bier und Bodmer, 2004). 
Um diese zum Teil genetisch bedingten Herzerkrankungen besser verstehen zu 
können, ist es von großer Bedeutung, die molekularen Grundlagen und insbesondere 
die an der Herzentwicklung beteiligten Gene zu identifizieren. Das Dorsalgefäß von 
Drosophila melanogaster stellt dafür ein geeignetes Modellsystems dar. Neben der 
einfachen und kostengünstigen Haltung, der schnellen Generationszeit sowie der 
sehr guten genetischen Manipulierbarkeit, ist das röhrenförmige Dorsalgefäß von 
Drosophila im Vergleich zum Vertebratenherz sehr einfach aufgebaut. Zudem weisen 
die Kardioblasten des Dorsalgefäßes interessanterweise sowohl endotheliale als 
auch myokardiale Charakteristika auf. Dabei sind die genetischen und molekularen 
Mechanismen der frühen Herzentwicklung (Ausbildung des primitiven 
Herzschlauches) von Drosophila bis zu den Vertebraten sehr konserviert, wobei die 
Analyse in Drosophila aufgrund der geringeren genetischen Redundanz erleichtert 
wird (Bodmer, 2004; Bodmer und Venkatesh, 1998; Rugendorff et al., 1994; Zaffran 
et al., 2002).  
1 Einleitung 
1.1 Die Morphologie und der zelluläre Aufbau des embryonalen 
Dorsalgefäßes von Drosophila melanogaster 
Die Fruchtfliege Drosophila melanogaster verfügt über ein offenes Kreislaufsystem. 
Das röhrenförmige Dorsalgefäß pumpt die sogenannte Hämolymphe und sorgt damit 
für die Verteilung von Hämozyten und Nährstoffen sowie für die Entsorgung von 
Abfallprodukten. Anders als in Vertebraten befindet sich das Dorsalgefäß von 
Drosophila dorsal der Mittellinie und wird aufgrund dieser Lokalisation und seiner 
tubulären Struktur auch als „dorsal vessel“ bezeichnet. Das embryonale Dorsalgefäß 
erstreckt sich über die letzten beiden thorakalen Segmente T2 – T3 und die 
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Abdominalsegmente A1 – A8. Zudem ist das Dorsalgefäß über sieben Paar 
synzytiale Alarmuskeln an den Intersegmentalgrenzen der Körperwand befestigt 
(Rizki, 1978).  
Morphologisch und funktional gliedert sich das embryonale Dorsalgefäß in zwei 
Bereiche. Der anteriore Bereich des Dorsalgefäßes wird als Aorta bezeichnet und 
mündet in die Ausströmöffnung für die Hämolymphe. Der posteriore Bereich umfasst 
das Herz, das auch als Ventrikel bezeichnet wird. Das Herz verfügt nicht nur über ein 
größeres Lumen, sondern beinhaltet auch die Einströmöffnungen (Ostia) für die 
Hämolymphe (Gajewski et al., 2000; Molina und Cripps, 2001).  
 
Abbildung 1 Schematische Darstellung des embryonalen Dorsalgefäßes von Drosophila  
Das Dorsalgefäß wird von 104 kontraktilen Kardioblasten und nichtkontraktilen Perikardialzellen 
gebildet. Dabei unterscheidet man bei den Kardioblasten zwischen Tinman (Tin) und Seven up (Svp) 
exprimierenden Zellen. Ein Hemisegment umfasst dabei zwei Seven up und vier Tinman 
exprimierende Kardioblasten. Im posterioren Herz bilden die Seven up positiven Kardioblasten 
Einströmöffnungen für die Hämolymphe, die sogenannten Ostia. Die Hämolymphe gelangt über die 
Ostia in das Herz und wird durch die Aorta in den anterioren Bereich der Fliege gepumpt. Es befinden 
sich zudem zwei assoziierte Drüsen im Aortabereich: die Ringdrüse und die Lymphdrüse. Modifiziert 
nach Bodmer und Frasch, 2010. 
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Wie der Abbildung 1 zu entnehmen ist, wird das Dorsalgefäß von zwei Zelltypen 
gebildet: den Kardioblasten und den Perikardialzellen. Die 104 Kardioblasten sind in 
zwei Reihen angeordnet und bilden zwischen sich ein durchgehendes Lumen aus, 
durch das die Hämolymphe gepumpt wird (Haag et al., 1999; Rizki, 1978; Rugendorff 
et al., 1994). Die Kardioblasten sind kontraktil und exprimieren muskelspezifische 
Proteine wie Aktin, Tropomyosin, MHC/MLC und β-Tubulin sowie muskelspezifische 
Transkriptionsfaktoren wie beispielsweise Mef2. Man unterteilt die Kardioblasten in 
Tinman exprimierende Kardioblasten, die vor allem für die Kontraktionen des 
Dorsalgefäßes wichtig sind und Seven up exprimierende Kardioblasten, die die 
Einströmöffnungen bilden (Bodmer und Frasch, 2010).  
Umgeben sind die Kardioblasten von nichtkontraktilen Perikardialzellen. Von diesem 
Zelltyp existieren vereinfacht dargestellt zwei verschiedene Populationen. Die eine 
Perikardialzellpopulation exprimiert das Gen odd-skipped, während die andere 
Population durch die Expression der Gene even-skipped, tinman und ladybird 
charakterisiert ist (Alvarez et al., 2003; Han und Bodmer, 2003; Ward und Skeath, 
2000). Embryonal verfügt das Dorsalgefäß über 144 Perikardialzellen, deren genaue 
Funktion bisher nicht geklärt ist. Für einige Perikardialzellen ist eine Funktion ab den 
larvalen Entwicklungsstadien bekannt. So differenzieren die im posterioren Bereich 
des Dorsalgefäßes lokalisierten Perikardialzellen zu Nephrozyten und filtern Toxine 
und Abfallstoffe aus der Hämolymphe (Das et al., 2008; Weavers et al., 2009).  
Even-skipped exprimierende Perikardialzellen entwickeln sich im thorakalen Bereich 
zu adulten Flügelherzen (zusätzliche pulsierende Organe der Flügel) (Tögel et al., 
2008).  
Zudem bilden Odd-skipped exprimierende Perikardialzellen im Bereich der Aorta die 
sogenannte Lymphdrüse, die im larvalen und adulten Entwicklungsstadium als 
blutbildendes Organ fungiert (Holz et al., 2003; Mandal et al., 2004; Rizki, 1978). 
Anterior der Lymphdrüse befindet sich eine neuroendokrine Drüse, die durch Fusion 
der drei Organe Corpora Cardiaca, Corpora Allata und der Prothoraxdrüse entsteht 
und als Ringdrüse bezeichnet wird. In der Ringdrüse werden unter anderem das 
Steroidhormon Ecdyson und das Juvenilhormon produziert. (De Velasco et al., 2004; 





1.2 Die Entwicklung des Dorsalgefäßes in Drosophila 
melanogaster 
1.2.1 Mesodermbildung  
Das röhrenförmige Dorsalgefäß von Drosophila entwickelt sich wie in Vertebraten 
aus dem Mesoderm. Die Mesodermbildung in Drosophila wird initiiert durch einen 
nuklearen Gradienten des Proteins Dorsal. Dorsal ist ein NFκB-verwandtes 
Morphogen, das bereits maternal im Blastodermembryo vorliegt und dessen nukleare 
Konzentration graduell von ventral nach dorsal abnimmt (Rusch und Levine, 1996). 
Im ventralen Bereich des Embryos, wo die Konzentration des Proteins Dorsal in den 
Zellkernen am größten ist, bindet Dorsal direkt an den Promotor des Gens twist und 
aktiviert dessen Expression (Jiang et al., 1991; Pan et al., 1991; Thisse et al., 1991). 
Twist kodiert für einen Transkriptionsfaktor der basischen Helix-Schleifen-Helix 
(bHLH) Proteinfamilie und aktiviert wiederum zusammen mit Dorsal die Expression 
von snail, einem Transkriptionsfaktor der Zinkfingerproteinfamilie (Boulay et al.,1987). 
Während Twist die Expression weiterer mesodermaler Gene wie folded gastrulation 
und für die Herzentwicklung wichtiger Gene wie heartless, tinman, mef2, zfh-1 und 
mir-1 aktiviert, wurde für Snail im allgemeinen eine reprimierende Wirkung auf die 
Transkription von nicht-mesodermalen Genen wie beispielsweise short gastrulation 
und des FGF homologen Gens thisbe beschrieben (Kosman et al., 1991; Leptin, 
1991). Neuste Studien weisen jedoch darauf hin, dass Snail als dualer 
Transkriptionsfaktor wirkt. So konnten Rembold et al. (2014) zeigen, dass in 
snail-Mutanten zwar keine Mesodermdifferenzierung stattfindet, die Invagination der 
ventralen Furche jedoch erfolgt. Zudem zeigten weitere Analysen dieser Studie, dass 
die Expression vieler mesodermaler und für die Herzentwicklung wichtiger Gene wie 
mef2, tin, htl, zfh-1 reduziert ist (Rembold et al., 2014). Einen weiteren Hinweis auf 
die duale Rolle von Snail zeigten Experimente, bei denen die Mesodermentwicklung 
in hypomorphen twist-Mutanten durch Überexpression von Snail gerettet werden 
konnte (Wong et al., 2014). Kommt es jedoch zu einem Funktionsverlust einer dieser 
beiden Transkriptionsfaktoren, findet die Gastrulationsinitiation und die weitere 
Mesodermdifferenzierung nicht statt (Leptin und Grunewald, 1990; Simpson, 1983; 
Thisse et al., 1987). 
Im Vergleich zu dem ventralen Bereich des Embryos ist die Konzentration von Dorsal 
in den Zellkernen der lateralen Regionen geringer. Daraus resultierend kommt es in 
diesem Bereich zur Aktivierung von neuroektodermalen Genen wie short gastrulation 
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und thisbe, da die Enhancer dieser Gene eine höhere Affinität zu Dorsal aufweisen 
als die Enhancer von twist und snail. Der laterale Bereich des Embryos entwickelt 
sich zum Neuroektoderm. Der dorsale Bereich des Embryos weist kein Dorsal im 
Zellkern auf, so dass ektodermale Gene wie zen und dpp exprimiert werden 
(Markstein et al., 2002; Stathopoulos und Levine, 2004). 
Doch inwiefern ist die Ausbildung dieser drei Bereiche entlang der dorso-ventralen 
Körperachse des Embryos entscheidend für die Herzentwicklung? 
Betrachtet man die Mesodermbildung, so kommt es im Embryonalstadium 6/7 zu 
einer Invagination der ventralen Zellen des Embryos. Nicht einmal eine halbe Stunde 
später flachen sich diese Zellen ab und breiten sich in dorsaler Richtung aus. Dabei 
kommt es zu Ausbildung des Keimbandes. Im Embryonalstadium 9 ist das Keimband 
vollständig gestreckt und die mesodermalen Zellen haben die dorsale Grenze des 
Ektoderms erreicht (Bate und Arias, 1993). Die mesodermalen Zellen, die sich am 
nächsten zu der dorsalen Ektodermgrenze befinden, erhalten induktive Dpp-Signale, 
die für die weitere dorsale Mesodermspezifizierung entscheidend sind (Frasch, 
1995).  
Für die Ausbreitung und die dorsale Migration der mesodermalen Zellen ist der 
FGF-Signalweg von essentieller Bedeutung. Wie bereits erwähnt wird die Expression 
des für die Herzentwicklung wichtigen FGF-Rezeptors Heartless durch den 
Transkriptionsfaktor Twist im ventralen Bereich des Embryos induziert. Dahingegen 
werden die beiden FGF-Liganden Thisbe und Pyramus nicht wie der Rezeptor im 
ventralen, sondern im lateralen, neuroektodermalen Bereich des Embryos exprimiert. 
Schaltet man die Gene, die für Heartless oder beide Liganden kodieren aus, so 
unterbleibt die Ausbreitung und dorsale Migration der mesodermalen Zellen. In den 
Mutanten wird weder die viszerale Muskulatur noch das Dorsalgefäß oder die dorsale 
somatische Muskulatur ausgebildet. Dieser Phänotyp beruht darauf, dass zu wenige 
mesodermale Zellen in Bereiche des ektodermalen Dpp-Signals kommen, um die 
weitere Mesodermspezifizierung zu induzieren. Interessanterweise konnte durch die 
ektopische Expression von Dpp in lateralen Bereichen der heartless-Mutanten die 
Bildung der Gewebe zumindest teilweise wiederhergestellt werden (Beiman et al., 
1996; Gisselbrecht et al., 1996; Stathopoulos et al., 2004).  
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1.2.2 Spezifizierung des dorsalen und kardialen Mesoderms 
Mit dem Erreichen der induktiven Signale aus dem Ektoderm beginnt die weitere 
Spezifizierung der mesodermalen Zellen. Man unterscheidet drei verschiedene 
Gruppen von Genen, die für die weitere Spezifizierung entscheidend sind. Die erste 
Gruppe von Genen, die die Gene dpp und tinman umfasst, ist für die dorsoventrale 
Differenzierung des Mesoderms verantwortlich. Tinman kodiert für einen 
Transkriptionsfaktor aus der Klasse der NK-Homöobox-Gene. Tinman und dessen 
Vertebratenhomolog Nkx2-5 sind von außerordentlicher Bedeutung für die 
Herzentwicklung. So führt in Vertebraten ein Fehlen von Nkx2-5 zur Arretierung der 
Herzentwicklung nach Ausbildung des linearen Herzrohres. In Drosophila unterbleibt 
die gesamte Kardiogenese in tinman-Mutanten (Azpiazu und Frasch, 1993; Bodmer, 
1993; Lyons et al., 1995). Tinman, das zu Beginn der Gastrulation noch sehr breit in 
allen mesodermalen Zellen exprimiert ist, wird im Embryonalstadium 10 durch Dpp 
auf die lateralen Mesodermbereiche, die sich zum dorsalen Mesoderm entwickeln, 
begrenzt (Azpiazu und Frasch, 1993; Bodmer, 1993). Dieser Wechsel der tinman 
Expression ist vor allem auf eine veränderte Nutzung der tinman Enhancer 
zurückzuführen. Dabei führt die Bindung von ektodermal produzierten Dpp an seine 
Rezeptoren Thickvein und Punt zu der Phosphorylierung des SMAD Proteins MAD in 
den dorsalen Mesodermzellen. Phosphoryliertes und damit aktiviertes MAD-Protein 
bildet daraufhin mit dem weiteren SMAD Protein Medea Heterooligomere. Diese 
SMAD-Proteinkomplexe translokalisieren in den Zellkern der Mesodermzellen, wo sie 
an den tinD Enhancer binden und die tinman Expression in den dorsalen 
Mesodermzellen aufrechterhalten. Interessanterweise ist für die Aktivierung des 
tinD Enhancers durch den SMAD-Proteinkomplex die Bindung von bereits 
vorhandenem Tinman an den tinD Enhancer essentiell (Xu et al., 1998; Yin et al., 
1997). Durch diesen autoregulatorischen Mechanismus wird das kardiale Feld auf die 
mesodermalen Zellen begrenzt.  
Eine weitere wichtige Funktion von Dpp während dieser frühen Phase der 
Herzentwicklung ist die Induktion der Expression der drei T-Box Gene 
Dorsocross 1-3 (Doc1-3) und des Gens tailup (tup) innerhalb des dorsalen 
Mesoderms (Reim und Frasch, 2005; Tao et al., 2007). Zudem scheint auch die 
Expression des GATA-Faktor Pannier, die durch Tinman und Dorsocross aktiviert 
wird, Dpp-Signale zu benötigen (Abbildung 2; Gajewski et al., 2001; Klinedinst und 
Bodmer, 2003). So führen ektodermale Dpp-Signale und die dorsale Begrenzung der 
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tinman Expression zu einer ersten Unterteilung des Mesoderms in einen dorsalen 
und ventralen Bereich. Aus dem dorsalen Mesoderm gehen neben dem Dorsalgefäß, 
auch die viszerale Muskulatur und die dorsale somatische Muskulatur hervor. Die 
Bedeutung der ektodermalen Dpp-Signale zeigen auch Untersuchungen an 
dpp-Mutanten. So verschwindet in dpp mutanten Embryonen die tinman Expression 
kurz nach der Gastrulation und die Ausbildung des kardialen Mesoderms, des 
viszeralen Mesoderms und der dorsalen somatischen Muskeln unterbleibt (Frasch, 
1995; Yin und Frasch, 1998; Zaffran und Frasch, 2002). 
Durch die zweite Gruppe von Genen, die vor allem wingless (wg) und die Wingless-
Zielgene sloppy paired (slp) 1 und 2 umfasst, erfolgt die anteroposteriore 
Unterteilung des dorsalen Mesoderms in segmentale Gruppen. Das Drosophila 
Homolog des Maus Oncoproteins Wnt-1, Wingless, wird in 15 Längsstreifen 
exprimiert und spielt eine zentrale Rolle in der anteroposterioren Segmentpolarität 
des Ektoderms (Baker, 1987). Wingless-Mutanten fehlt das Dorsalgefäß und die 
kardialen Vorläuferzellen, während die viszerale und die somatische Muskulatur 
fehlerhaft ausgebildet werden (Azpiazu et al., 1996; Baylies et al., 1995; 
Ranganayakulu et al., 1996). Wingless ist zusammen mit Dpp entscheidend für die 
weitere Unterteilung des dorsalen Mesoderms und für die Ausbildung eines kardialen 
Zellschicksals (Lee und Frasch, 2000; Lockwood und Bodmer, 2002; Park et al., 
1996; Riechmann et al., 1997; Wu et al., 1995).  
Dabei spielen auch die Wingless-Zielgene sloppy paired 1 und 2 eine wichtige Rolle 
(Riechmann et al., 1997). Die slp Gene kodieren für forkhead-Domänen Repressoren 
und werden wie wg in den mesodermalen und ektodermalen Streifen exprimiert (Lee 
und Frasch, 2000). Dabei verhindert die Slp Expression im Mesoderm die Induktion 
der viszeralen Mesoderm-Regulatoren Biniou und Bagpipe durch Dpp und Tinman 
(Lee und Frasch, 2000; Riechmann et al., 1997). So zeigten Lee und Frasch (2000), 
dass Wingless nur in der Lage ist die Expression anderer kardialer Regulatoren zu 
induzieren, wenn eine Blockierung der Expression viszeraler Mesoderm-Regulatoren 
durch Slp erfolgt. Zudem reguliert Slp die Expression von twist in einem gestreiften 
Muster innerhalb des lateralen und ventralen Mesoderms hoch und steuert damit die 
Ausbildung der somatischen Muskulatur (Baylies und Bate, 1996; Riechmann et al., 
1997).  
Die dritte Gruppe umfasst die Gene Dorsocross, pannier und tailup. Diese Gene 
unterstützen die Entwicklung des kardialen Gewebes in der Region, in der es zur 
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Überlappung der Dpp- und Wg-Signale kommt. Dahingegen kommt es zur 
Spezifizierung des viszeralen Mesoderms in den Bereichen, in denen biniou und 
bagpipe exprimiert werden (Azpiazu und Frasch, 1993; Gajewski et al., 1999; 
Klinedinst und Bodmer, 2003; Mann et al., 2009; Reim und Frasch, 2005).  
Die kombinierte Expression von Dorsocross, Pannier und Tailup führt zur Aktivierung 
weiterer Gene wie mid/nmr2, Hand, ladybird, even-skipped, seven up in allen oder 
nur einigen der kardialen Vorläuferzellen (Abbildung 2; Bodmer und Frasch, 2010; 
Reim und Frasch, 2010).  
 
Abbildung 2 Übersicht des transkriptionellen Netzwerks der Herzentwicklung in Drosophila. 
Die entsprechenden Vertebraten Orthologe sind in Klammern unterhalb der Drosophila Gene 
dargestellt. Die Abbildung wurde nach Reim und Frasch (2010) modifiziert.  
1.2.3 Spezifizierung der kardialen Zellen  
Die Spezifizierung der kardialen Zellen aus dem kardialen Mesoderm ist ein 
mehrstufiger Prozess, der zur Ausbildung von Kardioblasten, Perikardialzellen und 
einem Teil der dorsalen Körpermuskulatur führt. Im Embryonalstadium 11 entstehen 
innerhalb der Tinman/Dorsocross/Pannier exprimierenden, kardialen 
Mesodermregion verschiedene Zellcluster (Äquivalenzgruppen) kardialer 
Vorläuferzellen. Die Gruppen der gebildeten kardialen Vorläuferzellen unterscheiden 
sich durch die Expression der Gene even-skipped (eve), ladybird early (lbe), seven 
up (svp), odd-skipped (odd) und tinman (Han et al., 2002; Jagla et al., 2002; Ward 
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und Skeath, 2000). Für die anteroposteriore Anordnung der Zellcluster spielt das 
Segmentpolaritätsgen Hedgehog (Hh) eine entscheidende Rolle (Liu et al., 2006; 
Ponzielli et al., 2002).  
Innerhalb der kardialen Zellcluster kommt es durch laterale Inhibition zur 
Determinierung und Differenzierung einer Vorläuferzelle. Dabei wird zunächst 
innerhalb der Zellcluster die Expression des Notch-Liganden Delta induziert 
(Carmena et al., 2002). Delta wiederum bindet an die Notch-Rezeptoren 
benachbarter Zellen und aktiviert dort den Notch-Signalweg. Dies führt zu einer 
Suppression des RKT/Ras-Signalwegs und gleichzeitig zu einer weiteren Aktivierung 
des Notch-Signalwegs in diesen Zellen. Die Zelle eines Zellclusters, die mehr 
Moleküle des Notch-Liganden Delta auf ihrer Oberfläche exprimiert als die 
Nachbarzellen, wird als Vorläuferzelle determiniert (Lai, 2004; Schweisguth, 2004). 
Die ausgewählten Vorläuferzellen werden durch symmetrische bzw. asymmetrische 
Zellteilungen weiter differenziert. Die asymmetrischen Zellteilungen erfolgen dabei 
wiederum in Abhängigkeit des Notch-Signalweges. Die sich asymmetrisch teilenden 
Vorläuferzellen exprimieren den intrazellulären Notch-Inhibitor Numb. Numb ist dabei 
asymmetrisch innerhalb der Vorläuferzelle verteilt, so dass aus der Zellteilung eine 
Numb positive Tochterzelle (Kardioblast) und eine Numb negative Tochterzelle 
(Perikardialzelle) hervorgehen (Ward und Skeath, 2000). Die Even-skipped 
exprimierenden Vorläuferzellen teilen sich zu zwei Perikardialzellen und zwei 
dorsalen Muskeln pro Hemisegment. Aus den Ladybird und Seven up 
exprimierenden Vorläufern entwickeln sich jeweils zwei Kardioblasten und zwei 
Perikardialzellen pro Hemisegment. Die ladybird und seven up positiven 
Kardioblasten exprimieren dabei zusätzlich tinman. Neben den beschriebenen 
asymmetrischen Zellteilungen, finden auch symmetrische Zellteilungen von weiteren 
Vorläuferzellen statt. Tinman Vorläuferzellen, die weder seven up noch ladybird 
exprimieren, differenzieren zu zwei Tinman exprimierenden Kardioblasten pro 
Hemisegment und Odd-skipped exprimierende Vorläuferzellen teilen sich zu zwei 







1.3 Migration und Lumenbildung 
1.3.1 Prozess der Herzschlauchbildung in Drosophila 
Während des Embryonalstadiums 12 reihen sich die spezifizierenden Kardioblasten 
zunächst in bilateralen Reihen auf jeder Seite des Embryos auf und migrieren mit 
den angrenzenden Perikardialzellen hinter den ektodermalen Epidermiszellen in 
Richtung der dorsalen Mittellinie aufeinander zu. Zu Beginn der Migration weisen die 
Kardioblasten eine noch kuboidale Zellform auf. Bald darauf kommt es zu ersten 
Zellformveränderungen. Die Kardioblasten schnüren sich dorsal ein, wodurch die 
Zellen eine Birnen-ähnliche Form erhalten. An der dadurch gebildeten dorsalen 
Leading edge bilden sich Aktin-reiche Ausstülpungen aus (Medioni et al., 2008; 
Rugendorff et al., 1994).  
Noch vor dem Ende der Migrationsphase werden die mesenchymalen Zellen 
polarisiert (Mesenchym-Epithel Übergang; Frémion et al., 1999). Die beiden 
Kardioblastenreihen treffen einander an der dorsalen Mittellinie und bilden zunächst 
dorsale Zellkontakte aus. Nach weiteren Umorganisationen des Aktinzytoskeletts und 
daraus resultierenden Zellformveränderungen von einer Birnen-ähnlichen in eine 
Sichel-ähnliche Form, kommen auch die ventralen Bereiche der kontralateralen 
Kardioblasten in räumliche Nähe, so dass auch dort Zellkontakte ausgebildet werden. 
Parallel zur Ausbildung der Zellkontakte wird innerhalb der luminalen Region 
extrazelluläre Matrix sezerniert und die Lumenbildung eingeleitet. Mit Abschluss der 
Herzmorphogenese bilden jeweils zwei kontralaterale Kardioblasten ein Lumen aus 
(Abbildung 3A; Haag et al., 1999; Medioni et al., 2008; Rugendorff et al., 1994). 
Aufgrund von Kontraktionsbewegungen der Kardioblasten wird durch dieses Lumen 
Hämolymphe gepumpt, wodurch Nährstoffe und Immunzellen innerhalb des 
Organismus verteilt werden.  
1.3.2 Charakterisierung der verschiedenen Domänen der 
Kardioblastenmembran  
Bei dem Dorsalgefäß von Drosophila handelt es sich um ein sekundäres Epithel, das 
durch eine Mesenchym-Epithel Transition am Ende der Migrationsphase der 
Kardioblasten gebildet wird. Bei der Mesenchym-Epithel Transition kommt es zur 
Reorganisation der Plasmamembran der mesenchymalen Kardioblasten, die zu einer 
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Polarisierung der Kardioblastenmembran und der Ausbildung von Zellverbindungen 
führt (Abbildung 3A; Frémion et al., 1999; Medioni et al., 2008).  
 
Abbildung 3 Lumenbildung des Dorsalgefäßes 
A Einzelne Schritte der Herzmorphogenese. 1. Anordnung, Polarisierung und Migration der 
Kardioblasten, 2. Zellformveränderungen und Ausbildung zunächst dorsaler und danach ventraler 
Zellkontakte und 3. Lumenbildung; Kardioblasten (grün). Die roten Bereiche entsprechen der 
L(uminalen)-Domäne und die blauen Bereiche der J(unctional)-Domäne. B Polarität der 
Kardioblastenmembran. 
Die Kardioblasten bilden jedoch keine typische epitheliale Polarität aus. Vielmehr 
resultiert die Polarisierung der Kardioblasten in einer Kompartimentierung der 
Zellmembran in luminale und abluminale Domänen. Die dem Lumen zugewandte 
Membranseite der Kardioblasten gliedert sich zudem in die J(unctional)-Domänen 
und die L(uminal)-Domäne (Medioni et al., 2008). 
Als J(unctional)-Domänen werden die dorsalen und ventralen Membranregionen, die 
die Zellkontakte zwischen den kontralateralen Kardioblasten ausbilden, bezeichnet 
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(Abbildung 3B; blaue Region). Diese Membranbereiche sind durch 
Adhäsionsverbindungen (adherens junctions) und die Expression von 
Adhäsionsproteinen wie beispielsweise β-Catenin/Armadillo und 
DE Cadherin/Shotgun charakterisiert (Frémion et al., 1999; Haag et al., 1999; 
Medioni et al., 2008).  
Die als L(uminal)-Domäne bezeichnete Kardioblastenmembran umschließt das 
Herzlumen (Abbildung 3B; rote Region). Betrachtet man die Membranattribute der 
L-Domäne, so wird der erwähnte besondere Polaritätszustand der 
Kardioblastenmembran deutlich, da typische apikale Membranmarker wie Crumbs 
und βH-Spectrin nicht an der luminalen Membrandomäne exprimiert werden (Medioni 
et al., 2008; Tepass et al., 1990). Vielmehr weist die L-Domäne durch die Expression 
extrazellulärer Matrixproteine wie Laminin A und Perlecan und der Expression der 
Rezeptoren wie Dystroglycan und αPS3/βPS1 Integrin einige klassische 
Membranmarker einer Basalmembran auf (Hollfelder et al., 2014; Medioni et al., 
2008; Vanderploeg et al., 2012; Yarnitzky und Volk, 1995). Ein weiteres Merkmal der 
L-Domäne ist zudem die Expression der Rezeptoren Robo1/2 und Unc5 sowie derer 
Liganden Slit und NetrinB (Albrecht et al., 2011; Medioni et al., 2008; Qian et al., 
2005b; Santiago-Martínez et al., 2006). 
1.3.3 Funktion der Robo/Slit- und Unc5/NetrinB-Signalwege während der 
Lumenbildung 
Für die Lumenbildung des Dorsalgefäßes wurden die Konstriktion der Leading edge, 
die Abstoßung von spezifischen Membranmarkern an der L-Domäne und die 
Zellformänderungen der Kardioblasten als treibende Kräfte beschrieben (Medioni et 
al., 2008). Dies steht im Gegensatz zur epithelialen Tubulogenese, bei der Vesikel 
mit apikalen Membranproteinen an der zukünftigen apikalen Membranregion 
fusionieren und dabei das Lumen formen (Kamei et al., 2006; Kerman et al., 2006). 
Vielmehr ähnelt die Lumenbildung des Dorsalgefäßes von Drosophila in einigen 
Punkten der Bildung von Blutgefäßen in Vertebraten. So weisen die luminalen 
Membrankompartimente sich entwickelnder Blutgefäße wie beispielsweise der Aorta 
ähnlich wie die L-Domäne des Dorsalgefäßes Merkmale einer Basalmembran auf. 
Zudem spielen Zellformveränderungen und die Expression von nicht-adhäsiven, 
repulsiv wirkenden Molekülen an der luminalen Membrandomäne der sich bildenden 
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Aorta eine entscheidende Rolle bei der Lumenbildung (Iruela-Arispe und Davis, 
2009; Strilić et al., 2009; Strilić et al., 2010).  
Ähnlich zu der Lumenbildung der Aorta in Vertebraten, werden bei Drosophila an der 
L-Domäne der Kardioblasten mit Robo/Slit und Unc5/NetrinB zwei 
Rezeptor/Ligandenpaare exprimiert, die die Repulsion der luminalen Membranseite 
der Kardioblasten vermitteln. 
Mutanten dieser repulsiv wirkenden Rezeptor/Ligandenpaare zeigen 
Anordnungsfehler der Kardioblasten und Defekte des Herzlumens (Albrecht et al., 
2011; MacMullin und Jacobs, 2006; Medioni et al., 2008; Qian et al., 2005b; 
Santiago-Martínez et al., 2006; Santiago-Martínez et al., 2008).  
Bei dem Prozess der Lumenbildung nimmt vor allem der Robo/Slit-Signalweg eine 
Schlüsselrolle ein, da er die L-Domäne definiert und die Expression der 
Adhäsionsproteine auf die J-Domänen begrenzt. In Mutanten für slit und/oder robo 
wird kein Herzlumen ausgebildet und die Kardioblasten adhärieren entlang einer 
komplett ausgebildeten Kontaktseite (Medioni et al., 2008; Santiago-Martínez et al., 
2008). Zudem unterbleiben in den Mutanten die für die Lumenbildung wichtigen 
Veränderungen der Kardioblastenzellfom. Ein mögliche Ursache für die nicht 
erfolgten Zellformveränderungen könnte sein, dass die Lokalisation des 
Zytoskelettregulators Enabled/ VASP in den Mutanten verändert ist (Santiago-
Martínez et al., 2008). 
Unabhängig vom Robo/Slit-Signalweg ist auch der Unc5/NetrinB-Signalweg an der 
Lumenbildung beteiligt. In Mutanten für unc5 oder NetB unterbleiben die 
sichelförmigen Zellformveränderungen der Kardioblasten, so dass sich die 
Kardioblasten aneinanderlagern ohne ein Lumen auszubilden (Albrecht et al., 2011).  
Anders als in Mutanten des Robo/Slit-Signalwegs ändert sich die Polarität der 
Kardioblastenmembran nicht und auch eine Ausbreitung der J-Domänen entlang der 
gesamten Kontaktseite ist nicht zu beobachten (Albrecht et al., 2011).  
1.3.4 Rolle von Zell-Matrix-Adhäsionen bei der Herzentwicklung in Drosophila 
Bei der Bildung von Geweben spielen neben Zell-Zell-Adhäsionen auch 
Zell-Matrix-Adhäsion eine bedeutende Rolle. Während Zell-Zell-Adhäsionen vor 
allem durch Cadherine vermittelt werden, sind Integrine an der Ausbildung von 
Zell-Matrix-Adhäsionen beteiligt (Hynes, 2002).  
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Integrine sind Transmembranrezeptoren aus einer α- und einer β-Untereinheit, die 
über eine extrazelluläre Domäne und zwei zytoplasmatische Domänen verfügen. Mit 
der extrazellulären Domäne binden Integrinrezeptoren Proteine der Extrazellulären 
Matrix, während die zytoplasmatischen Domänen mit über 50 verschiedenen 
Proteinen interagieren (Abbildung 4; Clark und Brugge, 1995; Hynes, 2002). Zu 
diesen zytoplasmatischen Proteinen gehören unter anderem Ilk (Integrin-linked 
kinase), Parvin, FAK (Focal adhesion kinase), Paxillin, Talin, Vinculin, Tensin, 
α-Actinin und Vertreter der SoHo-Proteinfamilie (Zamir und Geiger, 2001). Die 
Integrine stellen demnach eine Verbindung der Extrazellulären Matrix mit dem 
Aktinzytoskelett her und regulieren dabei Prozesse wie Zellmigration, Zellwachstum, 
Zellformveränderungen, Zellpolarität und Signalübertragung (Clark und Brugge, 
1995; Hynes, 2002).  
In migrierenden Zellen sind die Integrine zunächst in punktartigen fokalen 
Adhäsionskomplexen an den Enden von Lamellipodien zu detektieren. Die fokalen 
Adhäsionskomplexe vergrößern sich und entwickeln sich später zu fokalen 
Adhäsionskontakten in der Peripherie der Zelle (Geiger und Bershadsky, 2001).  
Die Ausbildung von fokalen Adhäsionskomplexen/-kontakten ermöglicht zum einen 
die Substratadhäsion als auch die gezielte Ausrichtung von Aktinfilamenten und spielt 
damit eine essentielle Rolle bei der Ausbildung von Zellpolaritäten, gerichteter 
Zellmigration, sowie Zellwachstum und Zellformveränderungen (Zamir und Geiger, 
2001). An diesen Prozessen ist auch die SoHo-Proteinfamilie beteiligt, deren einziges 
Ortholog in Drosophila, das in dieser Arbeit untersuchte CAP-Protein ist (siehe 
Kapitel 1.6). 
Eine Besonderheit der Integrine ist, dass sie Signale bidirektional verarbeiten. So 
werden zum einen Signale der Extrazellulären Matrix ins Zellinnere weitergeleitet, die 
zu Veränderungen innerhalb der Zelle führen können und zum anderen werden 
Signale des Zellinneren an die Extrazelluläre Matrix weitergegeben, wodurch dann 




Abbildung 4 Vereinfachte Darstellung von Integrinrezeptoren, die die Extrazelluläre Matrix 
(EZM) mit dem Aktinzytoskelett verbinden.  
Die extrazelluläre Domäne der Integrinrezeptoren bindet an Moleküle der Extrazellulären Matrix, 
während die zytoplasmatische Domäne der Integrinrezeptoren an das Aktin-bindende Protein Talin 
bindet. Die Bindung weiterer zytoplasmatischer Proteine wie beispielsweise Vinculin verstärkt die 
Bindung von Talin an die Aktinfilamente. 
In Drosophila wurden 5α - (αPS1-5) und 2β - (βPS und βv) Integrinuntereinheiten 
identifiziert, wobei im Dorsalgefäß nur der αPS3/βPS1 Integrinrezeptor exprimiert 
wird (Lo, 2006; Stark et al., 1997). 
Kürzlich wurde gezeigt, dass Integrine zu den ersten Proteinen gehören, die an der 
L-Domäne akkumuliert werden und dort zur Stabilisierung der Robo/Slit-Signale an 
der L-Domäne führen (Vanderploeg et al., 2012). Zudem zeigte die Studie, dass 
Integrine zudem für die Aktivität der Leading edge und für die Ausbildung eines 
Herzlumens wichtig sind. So bilden Mutanten für αPS3 Integrin, kodiert von dem Gen 
scab, kein Lumen zwischen den kontralateralen Kardioblasten aus. Des Weiteren ist 
in Mutanten für αPS3 Integrin und βPS1 Integrin die Verteilung des Extrazellulären 
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Matrix Proteins Pericardin und die Verbindung mit den Perikardialzellen gestört. Ein 
genetischer Interaktionstest von αPS3 Integrin mit verschiedenen Proteinen des 
Integrinsignalwegs zeigt, dass die beschriebene Akkumulation und Stabilisierung der 
Robo/Slit-Signale an der L-Domäne vermutlich adhäsionsabhängig ist (Vanderploeg 
et al., 2012).  
Der besondere Aufbau der Extrazellulären Matrix im Dorsalgefäß  
Während der Organogenese spielt die Extrazelluläre Matrix (EZM) eine wichtige 
Rolle, da sie Gewebe voneinander abgrenzt, Einfluss auf den Zellstoffwechsel, die 
Zellpolarität und die Zelldifferenzierung hat und den migrierenden Zellen als Substrat 
dient (Pastor-Pareja und Xu, 2011; Urbano et al., 2009; Urbano et al., 2011).  
Die spezialisierte Form der Extrazellulären Matrix von Epithelzellen wird auch als 
Basalmembran bezeichnet. Die Hauptbestandteile der Basalmembran sind Proteine 
wie Kollagen Typ IV (in Drosophila Viking und Cgc25c) und Laminin (in Drosophila 
Laminin A, Wingblister, Laminin B1 und Laminin B2) sowie Nidogen und 
Proteoglykane wie Perlecan (in Drosophila Trol) (Drechsler et al., 2013; Martin et al., 
1999; Tepass und Hartenstein, 1994; Urbano et al., 2009; Urbano et al., 2011; 
Wolfstetter und Holz, 2012; Yarnitzky und Volk, 1995).  
Ähnlich der Kompartimentierung der Kardioblastenmembran, weist das Dorsalgefäß 
von Drosophila zwei verschiedenen Arten von extrazellulärer Matrix auf, die sich in 
ihrer Zusammensetzung unterscheiden.  
So beinhaltet die Basalmembran, die die Kardioblasten und Perikardialzellen umgibt 
und für die Adhäsion zwischen den beiden Zelltypen verantwortlich ist (Haag et al., 
1999) das Kollagen Typ IV ähnliche Protein Pericardin. Dabei ist Pericardin 
spezifisch an der Außenseite zwischen den Kardioblasten und den Perikardialzellen 
lokalisiert, fehlt aber der EZM der L-Domäne. Mutanten für Pericardin zeigen Defekte 
während der Herzmorphogenese, die sich in fehlangeordneten Kardioblasten als 
auch Perikardialzellen äußern (Chartier et al., 2002). Drechsler et al. identifizierten 
als sekretierten Rezeptor für Pericardin das ADAMTS-ähnliche Homolog Lonely heart 
(Loh). Mutanten von Pericardin und Loh zeigen Defekte in der Integrität des 
Dorsalgefäßes sowie Probleme bei der Kontraktilität (Drechsler et al., 2013). 
 
Die zweite Art Basalmembran ist in der L-Domäne der Kardioblasten lokalisiert und 
weist das extrazelluläre Matrixprotein Multiplexin auf. Bei Multiplexin handelt es sich 
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um das Drosophila Ortholog von Kollagen XVIII und Kollagen XV. Harpaz et al. 
zeigten, dass Multiplexin an der Ausbildung des größeren Lumens im Herz des 
Dorsalgefäßes beteiligt ist (Harpaz et al., 2013). 
Denn betrachtet man das Lumen des Dorsalgefäßes entlang der anteroposterioren 
Achse, so fällt auf, dass die Aorta über ein kleineres Lumen als das Herz verfügt. Da 
Slit und die Robo-Rezeptoren uniform entlang der anteroposterioren Achse des 
Dorsalgefäßes exprimiert werden, stellt sich die Frage, wie es zu dem größeren 
Lumen im Herz des Dorsalgefäßes kommt.  
Multiplexin wird gegen Ende der Lumenbildung im Embryonalstadium 16 spezifisch 
im Herz exprimiert und bildet zusammen mit Slit Komplexe aus, die die Robo/Slit-
Aktivität erhöhen. Dadurch werden die F-Aktin-Level spezifisch im Bereich der 
luminalen Membran des Herzens reduziert und der Abbau von β-Catenin/ Armadillo 
beschleunigt. Diese beiden Prozesse erleichtern die Einwärtskrümmung der 
luminalen Membran, wodurch es zur Ausbildung eines größeren Lumens kommt. Ein 
Verlust von Multiplexin führt nicht nur zu verkleinerten Lumen im Herz des 
Dorsalgefäßes, sondern auch zu einer verminderten Kontraktilität und einer 
Reduktion der systolischen Verkürzungsfraktion (fractional shortening) des adulten 
Dorsalgefäßes (Harpaz et al., 2013).  
Integrine und das Aktinzytoskelett während der Lumenbildung 
Für die Migration der Kardioblasten, sowie die Zellformveränderungen während der 
Lumenbildung sind die Umorganisationen des Aktinzytoskeletts wichtig (Medioni et 
al., 2008). Durch Modulierung der Aktivität von Rho-GTPasen beeinflussen Integrin-
EZM Interaktionen die Organisation des Aktinzytoskeletts und regulieren damit 
Prozesse wie die Migration und Ausbreitung von Zellen oder auch 
Zellformveränderungen (Schwartz und Shattil, 2000). Genetische Analysen zeigen 
die Beteiligung der Rho-GTPasen Rho1, Rac1 und Cdc42 bei dem Prozess des 
Rückenschlusses (dorsal closure) in Drosophila (Harden et al., 1999; Lu und 
Settleman, 1999; Magie et al., 1999; Woolner et al., 2005). Obwohl die Funktion der 
Rho-GTPasen bei der Epithelmorphogenese gut untersucht ist, war bisher sehr 
wenig bekannt über die Rolle der Rho-GTPasen bei der Entwicklung des 
Dorsalgefäßes in Drosophila.  
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Erst kürzlich erschienen jedoch zwei Veröffentlichungen, die die Funktionen der 
Rho-GTPase Cdc42 bei der Herzmorphogenese von Drosophila beschreiben (Swope 
et al., 2014; Vogler et al., 2014).  
Swope et al. (2014) zeigten, dass zunächst Zellkontakte zwischen kontralateralen 
Tinman exprimierenden Kardioblasten entlang der anteroposterioren Achse 
ausgebildet werden. Dabei treibt Cdc42, das nur in den Tinman und nicht in Seven 
up exprimierenden Kardioblasten vorzufinden ist, die Migration der Tinman 
exprimierenden Kardioblasten in Richtung der dorsalen Mittellinie an. In Mutanten für 
Cdc42 schaffen es die Tinman exprimierenden Kardioblasten nicht zu fusionieren, so 
dass es zu Lücken innerhalb des Dorsalgefäßes kommt. Dahingegen hat ein Verlust 
der Cdc42 Funktion keinen Einfluss auf die Migration und Fusionierung der Seven up 
exprimierenden Kardioblasten (Swope et al., 2014).  
Vogler et al. (2014) zeigten zudem, dass Cdc42 und Formine wie dDAAM und 
Diaphanous die Lokalisation von Slit und dem nicht-muskelspezifischen Myosin II, 
Zipper, an der L-Domäne kontrollieren und somit die Lumenbildung beeinflussen.  
1.4 Anteroposteriore Organisation des Dorsalgefäßes 
Das Dorsalgefäß von Drosophila besitzt eine intrinsische A-P Polarität, die mit dem 
segmentalen Körperbau der Fliege einhergeht. Diese Polarität ist verknüpft mit den 
verschiedenen funktionalen Regionen des Dorsalgefäßes. Bereits im 
Embryonalstadium 13 ergibt sich somit eine Hauptunterteilung des Dorsalgefäßes in 
Seven up und Tinman exprimierende Kardioblasten. Dabei besteht jedes 
Hemisegment aus zwei Seven up positiven und vier Tinman positiven Kardioblasten. 
Die einzige Ausnahme stellt die anteriore Aorta in den Segmenten T2, T3 und A1 dar, 
deren Hemisegmente von je vier Tinman exprimierenden Kardioblasten gebildet 
werden (Abbildung 5A). Während Svp die Expression von tinman in den Seven up 
positiven Kardioblasten inhibiert, begrenzt Tinman wiederum die Expression von Doc 
auf die Seven up exprimierenden Kardioblasten (Abbildung 2; Lo und Frasch, 2001; 
Ponzielli et al., 2002; Ryan et al., 2007).  
Doch wie kommt es zu diesen beiden Differenzierungsgruppen? Zaffran et al. (2006) 
zeigten, dass bei einem Verlust von tinman im kardialen Mesoderm, die Doc 
Expression in Bereiche der Seven up negativen Kardioblasten expandiert und zu 
einem partiellen Umschalten des Zellschicksals von generischen zu ostialen 
Kardioblasten führt (Zaffran et al., 2006).  
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Der gleiche Phänotyp kann auch in Mid/Nmr2- und H15/Nmr1-Mutanten beobachtet 
werden (Reim et al., 2005). Bei Mid/Nmr2 und H15/Nmr1 handelt es sich um 
Zielgene von Tinman, Pannier und Dorsocross, die nach deren Aktivierung die tinman 
Expression in den generischen Kardioblasten aufrechterhalten (Qian et al., 2005a; 
Reim et al., 2005). 
Diese Unterteilung ist für die spätere Funktion des Dorsalgefäßes von 
entscheidender Bedeutung. So exprimieren die drei Paare Seven up positiver 
Kardioblasten im Herz zusätzlich Wingless und bilden am Ende der Embryogenese 
die Einströmöffnungen für die Hämolymphe. Die in der Aorta lokalisierten Seven up 
positiven Kardioblasten bilden nach der Umformung des larvalen in das adulte 
Dorsalgefäß ebenfalls Ostia aus (Molina und Cripps, 2001). Dahingegen werden die 
Tinman positiven Kardioblasten als „arbeitende oder generische Kardioblasten“ 
bezeichnet, die aufgrund ihrer Funktion weitere Differenzierungsgene wie ndae1 
(Na+–dependent bicharbonate anion exchanger I) und ORK1 (a two pore domain 
potassium channel) im Herz sowie SUR (K+-ATP channel subunit Sulfonylurea 
receptor) im gesamten Dorsalgefäß exprimieren (Akasaka et al., 2006; Hendren et 
al., 2007; Lalevée et al., 2006; Nasonkin et al., 1999; Perrin et al., 2004).  
 
Abbildung 5 Schematische Übersicht der Expressionsmuster segmentaler Regulatoren (A) und 
der Hox-Gene (B).  
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Andere Differenzierungsgene wie Toll, Mef oder Hand besitzen Enhancer-Elemente 
für beide Kardioblastengruppen und sind gleichmäßig im gesamten Dorsalgefäß 
exprimiert (Gajewski et al., 1997; Han und Olson, 2005; Sellin et al., 2006; Wang et 
al., 2005). 
Für die Unterteilung des Dorsalgefäßes in eine anteriore Aorta und eine posteriore 
Aorta/Herzregion, sind die homeotischen (Hox-) Gene Antennapedia (Ant), 
Ultrabithorax (Ubx), abdominal-A (abd-A) und Abdominal-B (Abd-B) wichtig. Die 
Hox-Gene werden in verschiedenen Regionen des Dorsalgefäßes entlang der A-P 
Achse exprimiert (Abbildung 5B; Perrin et al., 2004). Dabei ist eine Hauptfunktion der 
Hox-Gene innerhalb des kardialen Mesoderms, zusammen mit segmentalen 
Regulatoren wie beispielsweise Hedgehog, die Vorläufer der Seven up 
exprimierenden Kardioblasten und Perikardialzellen auszuprägen. Zudem 
beeinflussen die Hox-Gene auch die Art der Zellteilungen innerhalb der Tinman 
exprimierenden Vorläufer. Während sich die Vorläufer der Tinman exprimierenden 
Kardioblasten innerhalb der anterioren Aorta asymmetrisch in einen Kardioblasten 
und eine Perikardialzelle teilen, erfolgt die Teilung der Tinman Vorläufer innerhalb der 
posterioren Aorta und des Herzens symmetrisch in zwei Tinman exprimierende 
Kardioblasten (Abbildung 5A; Alvarez et al., 2003; Ryan et al., 2005).  
Das Hox-Gen abd-A spielt bei der Differenzierung zwischen Aorta und Herz eine 
Hauptrolle. Die Expression von abd-A in der Herzregion führt zur Aktivierung 
herzspezifischer Differenzierungsgene wie ndae1 (nur in Tin+ abd-A+ Kardioblasten) 
und wg (nur in Svp+ Doc+ abd-A+ ostialen Kardioblasten) (Perrin et al., 2004; Reim 
und Frasch, 2005). So wird in abd-A-Mutanten das Herz in eine Aorta transformiert, 
während bei ektopischer Überexpression von abd-A die Aorta Eigenschaften der 
Herzregion ausprägt (Lo et al., 2002; Lovato et al., 2002; Ponzielli et al., 2002). 
1.5 Umstrukturierungen vom larvalen zum adulten Dorsalgefäß 
Am Ende des Embryonalstadiums 17 beginnt das Dorsalgefäß unregelmäßig zu 
kontrahieren. Während der drei Larvalstadien nimmt das Dorsalgefäß an Größe in 
der anteroposterioren Ausrichtung zu. Diese Größenzunahme ist jedoch nicht auf 
eine Zunahme der Kardioblastenanzahl, sondern auf ein Zellwachstum der 
Kardioblasten zurückzuführen (Molina und Cripps, 2001; Sellin et al., 2006). Das 
larvale Dorsalgefäß gliedert sich weiterhin in drei Bereiche: anteriore Aorta, 
posteriore Aorta und Herz. Die posteriore Aorta und das Herz sind durch ein internes 
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Klappenpaar voneinander separiert. Während der puppalen Metamorphose kommt 
es zu weitreichenden morphologischen und funktionalen Umstrukturierungen des 
larvalen Dorsalgefäßes. Das kontraktile Myokard des adulten Dorsalgefäßes bildet 
sich aus der larvalen posterioren Aorta (Abdominalsegmente A2 - A5). Das larvale 
Abdominalsegment A6 bildet die terminale Kammer des adulten Dorsalgefäßes aus 
und die letzten beiden Abdominalsegmente A7 und A8 werden histolysiert (Lo und 
Frasch, 2003). Auch die anteriore Aorta wird restrukturiert und erstreckt sich nach der 
Metamorphose bis in den adulten Kopfbereich (Rizki, 1978). Die Umstrukturierungen 
sind etwa 80 h AFP (after pupae formation) abgeschlossen und die Funktionalität der 
Ostia und der Klappen kann beobachtet werden (Sellin et al., 2006). Das adulte 
Dorsalgefäß erstreckt sich vom 6. Abdominalsegment bis zum Gehirn und weist eine 
Gliederung in 4 Kammern auf, die jeweils durch interne Klappenpaare voneinander 
separiert sind. Die Segmente A1 und A2 sind im Verlauf der Umstrukturierungen 
miteinander fusioniert und haben die vordere Herzkammer (auch conical chamber) 
gebildet (Curtis et al., 1999; Rizki, 1978). Zudem hat sich das Dorsalgefäß im Verlauf 
der Metamorphose gekrümmt und folgt nun der Kontur des Abdomens der adulten 
Fliege. An der ventralen Seite des adulten Dorsalgefäßes hat sich eine Schicht aus 
longitudinalen Muskeln ausgebildet (Curtis et al., 1999; Molina und Cripps, 2001), die 
durch Transdifferenzierung aus spezifischen Alarmuskeln der Larve gebildet wurden 
(Schaub et al., 2015).  
Während des Remodellierungsprozesses kommt es auch zu transkriptionellen 
Veränderungen. Signale des Steroidhormons 20-Hydroxyecdyson regulieren die 
Expression von Ubx und die Aktivität von abd-A während der Bildung des adulten 
Dorsalgefäßes. Die Seven up exprimierenden Kardioblasten der larvalen posterioren 
Aorta beginnen wg zu exprimieren und entwickeln sich zu funktionalen ostialen 
Zellen. Dahingegen weisen die Tinman exprimierenden Kardioblasten des Myokards 
mehr Myofibrillen auf, aktivieren die Expression von ndaeI sowie Ih und erlangen 
kontraktile Aktivität (Monier et al., 2005).  
Zusätzlich sind weitere Signalwege identifiziert worden, die bei der morphologischen 
Umstrukturierung vom larvalen zum adulten Dorsalgefäß beteiligt sind. Unter 
anderem konnte gezeigt werden, dass der Wg-Signalweg sowohl bei der 
Differenzierung der Ostia als auch bei der Formation der terminalen Herzkammer 
eine Rolle spielt (Zeitouni et al., 2007). Zudem scheinen Wg-Signale auch für die 
Orientierung der Myofibrillen entscheidend zu sein, da eine Blockierung der 
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Wg-Signalwegs zur Ausbildung von longitudinalen anstatt zirkulären Myofibrillen führt 
(Monier et al., 2005; Zeitouni et al., 2007). Des Weiteren konnte auch eine 
Beteiligung des PDGF-VEGF-Signalwegs an der Formation der Herzklappen 
nachgewiesen werden (Zeitouni et al., 2007). 
1.6 Adapterproteine der SoHo-Familie 
Die Adapterproteine der SoHo-Familie bestehen in Vertebraten aus CAP/Ponsin 
(SORBS1), ArgBP2 (SORBS2) und Vinexin (SORBS3) und werden auch als 
CAV-Proteine (CAP/Ponsin, ArgBP2 und Vinexin) bezeichnet. Die Proteinstruktur 
dieser Proteinfamilie ist charakterisiert durch eine N-terminale SoHo-Domäne und 
drei C-terminale SH3 (Src-homology 3)- Domänen (Kioka et al., 2002; Roignot und 
Soubeyran, 2009). Die SoHo-Domäne wurde aufgrund ihrer hohen Homologie nach 
dem Peptid Sorbin benannt (Charpin et al., 1992; Pansu et al., 1981). Die 
SH3-Domänen sind bekannt für die Bindung an Prolin-reiche Sequenzen mit der 
Sequenz (PXXP), wodurch die SoHo-Proteine eine breite Spezifität aufzeigen und 
mit verschiedenen Proteinen interagieren (Tabelle 1; Buday, 1999; Kaneko et al., 
2008; Mayer, 2001). Interessanterweise weisen die SoHo-Proteine selbst auch 
Prolin-reiche Sequenzen auf, die wiederum auch als Bindungssequenzen für andere 
SH3-Proteine fungieren (Cowan und Henkemeyer, 2001). Proteine dieser Familie 
sind an der Regulierung von Zell-Zell- und Zell-Matrix-Adhäsion, der Organisation 
des Aktinzytoskeletts und der Signaltransduktion beteiligt (Tabelle 1; Kioka et al., 
2002; Roignot und Soubeyran, 2009; Tomasovic et al., 2012). 
So ist CAP/Ponsin beispielsweise nicht nur an der Regulation des Aktinzytoskeletts 
und der Zell-Adhäsion beteiligt, sondern spielt auch eine Rolle bei der 
Differenzierung von Muskel- und Fettzellen (Gehmlich et al., 2010; Tomasovic et al., 
2012; Zhang et al., 2003). CAP/Ponsin wirkt zudem an der Signaltransduktion 
verschiedener Rezeptortyrosinkinasen und von Insulinrezeptoren mit (Baumann et 
al., 2000; Kimura et al., 2001; Tomasovic et al., 2012). 
ArgBP2 scheint hauptsächlich an der Regulation des Aktinzytoskeletts beteiligt zu 
sein. Mit der SoHo-Domäne bindet ArgBP2 unter anderem an α-Spectrin und 
Flotilin-1 und die SH3-Domänen binden verschiedene Proteine wie beispielsweise 
die GTPasen Dynamin-1 und -2, Vinculin und c-Abl, die die Organisation des 
Aktinzytoskeletts regulieren (Cestra et al., 2005; Haglund et al., 2004; Kawabe et al., 
1999; Wang et al., 1997).  
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Vinexin wurde bereits als Vinculin-bindendes Protein identifiziert und ist wie auch die 
anderen Mitglieder der SoHo-Proteinfamilie an den fokalen Adhäsionskontakten und 
den Adherens Junctions lokalisiert (Kioka et al., 1999; Kioka et al., 2010; Mizutani et 
al., 2007). Dabei ist Vinexin durch die Regulation der Umstrukturierungen des 
Aktinzytoskeletts unter anderem in Prozessen wie Zellmigration, Zellausbreitung und 
bei der Bildung von Aktin-Stressfasern involviert (Kioka et al., 1999; Mitsushima et al., 
2006; Mizutani et al., 2007; Takahashi et al., 2005).  
Tabelle 1 Übersicht über die SoHo-Proteinfamilie in Vertebraten 
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c-Abl, WAVE1/2, 












Die Tabelle zeigt die Isoformen der Vertebraten SoHo-Proteine und deren Interaktionspartner sowie 
Funktionen. Nach Kioka et al., 2002; Roignot und Soubeyran, 2009; Tomasovic et al., 2012. 
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Die SoHo-Proteine sind in den meisten Geweben und Zelltypen exprimiert. Einige 
Isoformen von CAP/Ponsin, ArgBP2 und Vinexin zeigen zudem eine starke 
Expression im Herzen (Kawauchi et al., 2001; Kioka et al., 2002; Mandai et al., 1999; 
Wang et al., 1997). Über die Rolle der SoHo-Proteine während der Herzentwicklung 
ist bisher jedoch erst wenig bekannt. Eine Studie, die Fälle des plötzlichen Todes 
nach einem Myokardinfarkt untersuchten, zeigte, dass das humane SORBS2 stark 
im infarzierten Myokard reduziert und dafür in hohen Mengen im Serum der 
Patienten zu finden war (Kakimoto et al., 2013). Auch im humanen Herzen ist das 
SORBS2 Protein normalerweise in hohen Mengen exprimiert und lokalisiert wie das 
Maus ArgBP2 an den Z-Scheiben und den Glanzstreifen (intercalated discs) der 
Kardiomyozyten (Kakimoto et al., 2013; Sanger et al., 2010). Eine weitere Studie 
beschreibt eine protektive Rolle von CAP/Ponsin bei der viralen Myokarditis durch die 
Stabilisierung von Interferon Typ I (Valaperti et al., 2014).  
 
Abbildung 6 Schematische Darstellung der Proteinstrukturen von Drosophila CAP und den 
Vertebraten SoHo-Proteinen.  
Eine repräsentative Splicevariante ist für das Drosophila CAP-Protein und die Vertebraten 
SoHo-Proteine ArgBP2 und CAP/Ponsin dargestellt. Die N-terminale SoHo-Domäne vermittelt unter 
anderem die Bindung an Flotillin. Drei C-terminale SH3-Domänen vermitteln Protein-Protein-
Interaktionen mit verschiedenen Proteinen wie beispielsweise Vinculin. Die gelben Striche stellen 
Prolin-reiche Sequenzen (PXXP) für SH3-Liganden dar. Die Abbildung wurde modifiziert nach Kioka et 
al., 2002 und Matsuyama et al., 2005. 
In Drosophila existiert nur ein Ortholog der Vertebraten SoHo-Proteinfamilie. Das 
Drosophila CAP-Protein weist die typische Proteinstruktur der SoHo-Proteinfamilie 
auf und die einzelnen Proteindomänen zeigen zudem einen hohen Grad an 
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Sequenzähnlichkeiten (40 % - 70 %; Abbildung 6; Kioka et al., 2002). Neben den 
strukturellen Ähnlichkeiten, gibt es auch funktionale Übereinstimmungen zwischen 
dem Drosophila CAP und den Vertebraten SoHo-Proteinen. In Drosophila wurde 
CAP zunächst als Drosophila-Homolog eines regulatorischen 
Glucosetransport-Komplexes identifiziert (Yamazaki und Nusse, 2002). Später zeigte 
eine weitere Studie, dass CAP die Schnittstelle zwischen der Membran und dem 
Zytoskelett an den Muskelanheftungsstellen und den chordotonalen Organen von 
Drosophila reguliert. Dabei konnte auch die Bindung von Drosophila CAP an 
Vinculin, einer Komponente des Integrin-Signalwegs, nachgewiesen werden. Obwohl 
CAP auch im embryonalen Dorsalgefäß detektiert wurde, ist eine mögliche Rolle von 
CAP bei der Herzentwicklung bisher nicht beschrieben worden (Bharadwaj et al., 
2013). 
In dieser Arbeit wurde das Drosophila CAP Gen in einem in situ Screen für die 
Identifizierung neuer Herzkandidatengene gefunden und anschließend die Rolle von 



















1.7 Zielstellung der Arbeit 
Die Entwicklungsbiologie beschäftigt sich mit der Identifizierung und 
Charakterisierung von Genen, die die Bildung von spezifischen Zelltypen, Geweben 
und Organen kontrollieren. Die Entwicklung des Herzens ist dabei von besonderer 
Bedeutung, da seine Funktion bereits während der Embryogenese für die 
Lebensfähigkeit des Vertebratenembryos essentiell ist. Um die molekularen 
Grundlagen der Herzbildung besser verstehen zu können, ist es wichtig Gene, die an 
der Herzentwicklung beteiligt sind, zu identifizieren und zu charakterisieren.  
Um neue an der Herzentwicklung beteiligte Gene bei Drosophila zu identifizieren, 
führte ich einen in situ Screen von 101 Kandidatengenen durch, für die bereits eine 
Hochregulation in der frühen Herzentwicklung von Zebrafisch gezeigt worden war.  
Unter den 20 im embryonalen Dorsalgefäß von Drosophila exprimierten Genen, war 
das Gen CAP, das für ein zytoplasmatisches Adapterprotein der SoHo-Proteinfamilie 
kodiert. Die Funktion von CAP bei der Entstehung und Funktion des Dorsalgefäßes 
war bisher nicht bekannt. 
In dem zweiten Teil meine Arbeit habe ich daher die Funktion von CAP bei der 
Herzentwicklung analysiert. Dabei wollte ich folgende Fragen klären: 
1. Wann und wie ist CAP während der Herzentwicklung exprimiert? 
2. Wie genau ist das CAP-Protein im embryonalen Dorsalgefäß lokalisiert? 
Welche Bedeutung hat CAP bei der Herzentwicklung im Embryo? 
3. Wird das CAP-Protein auch in dem larvalen und adulten Dorsalgefäß von 
Drosophila exprimiert? Welche Bedeutung hat das CAP-Protein für die 









2 Materialien und Methoden 
2.1 Materialien 
2.1.1  Chemikalien 
Die Chemikalien wurden, wenn nicht anders angegeben, von folgenden Herstellern 
bezogen: Roth GmbH & Co, Sigma-Aldrich, Sigma, MP Biomedicals, Thermo Fisher 
Scientific, Biozym Diagnostik GmbH, Roche, Bio-Rad Laboratories und Serva 
Feinbiochemika. 
Alle Puffer, Lösungen und Medien wurden in A. bidest (Elga Purelab Classic System) 
angesetzt und gegebenenfalls zur Sterilisierung bei 121°C und 55kPa für 20 min 
autoklaviert bzw. bei Hitzeempfindlichkeit der Bestandteile steril filtriert. Die 
Zusammensetzungen von Puffern und Lösungen sowie alle weiteren Materialien sind 
an entsprechender Stelle in den nachfolgenden Kapiteln angegeben.  
2.1.2 Verwendete Geräte 
In der Tabelle 2 sind die wichtigsten, während dieser Arbeit verwendeten, Geräte 
aufgeführt.  
Tabelle 2 Verwendete Geräte 
Gerät Fabrikat, Hersteller 
Aqua bidest Anlage Purelab classic, Elga LabWater, Celle 
Autoklav Varioklav, HP Medizintechnik, Oberschleißheim 
Binokulare SZ51, Olympus, Hamburg 
SZH10, Olympus, Hamburg 
Gelelektrophoresekammern  SE260, Hoefer, Holliston, USA 
PerfectBlue Gelsysteme, Peqlab, Erlangen 
Heizblock TruTemp™Microheating System, Sunnyvale, USA 
Inkubatoren Kelvitron®t, Heareus instruments GmbH, Hanau 
Kaltlichtquellen  Highlight 3001, Olympus, Hamburg  
Mikroskope IX-71 inverted microscope (DeltaVision spectris imaging system), 
Applied Precision,  
Axiophot, Carl Zeiss Microscopy GmbH, Göttingen 
PCR-Maschinen  Mastercycler Gradient Thermocycler, Eppendorf, Hamburg 
pH-Meter 701 Calimatic, Knick, Berlin 
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Gerät Fabrikat, Hersteller 
Schüttler Innova 400, New Brunswick Scientific, Nürtingen 
Sonifizierer  UW70 Ultrasonic head, Bandelin, Berlin 
Taumler Polymax 1040, Heidolph, Schwabach 
Vortexer Votex-Genie 2, Scientific Industries, New York, USA 
Waagen 410, KERN & SOHN GmbH, Balingen 
EG, KERN & SOHN GmbH, Balingen 
Zentrifugen  Micro 200R Zentrifuge, Hettich, Tuttlingen 
 
2.1.3 Enzyme und Reagenzienkits 
Tabelle 3 Enzyme 
Enzyme Hersteller 
DNaseI Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
DreamTaq DNA-Polymerase Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Restriktionsendonukleasen Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
SP6 RNA Polymerase Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
T4 DNA-Ligase Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
T7 RNA Polymerase Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Tabelle 4 Reagenzienkits 
Reagenzienkit Hersteller 
Gelextraktionskit Peqlab, Erlangen 
pGEM®-T Easy Vector System Promega, Mannheim 
Plasmid Midi Kit Qiagen, Hilden 
RevertAid RT Reverse Transcription Kit Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
TSA™ Fluorescein System PerkinElmer Inc., Waltham, USA 
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2.1.4 Antikörper 
In der Tabelle 5 sind die in dieser Arbeit verwendeten primären Antikörper aufgeführt. 
Tabelle 5 Primäre Antikörper 
Antigen (Modifikation) Spezies Verdünnung Herkunft/ Referenz 
CAP-N  Kaninchen 1:1000 Diese Arbeit  
Dig (konjugiert mit 
Alkalischer Phosphatase) 





I. Reim (Reim et al., 
2003) 
GFP (A11120) Maus 1:500 Invitrogen 
GFP (A6455) Kaninchen 1:500 Invitrogen 
H2A (Bx65/5) Maus  unverdünnter Zellkultur-
überstand 
M. Frasch  
Mef2 Kaninchen 1:750 H. T. Nguyen (Bour et al., 
1995) 
Myc (9e10) Maus  unverdünnter 
Zellkulturüberstand  
Developmental Studies 
Hybridoma Bank  
Slit (C555.6D) Maus  1:10 Developmental Studies 
Hybridoma Bank 
Tubulin Maus unverdünnter 
Zellkulturüberstand 
M. Frasch 







In der Tabelle 6 sind die in dieser Arbeit verwendeten sekundären Antikörper 
aufgeführt. 
Tabelle 6 Sekundäre Antikörper 
Antigen (Modifikation) Spezies Verdünnung Herkunft/ Referenz 
Kaninchen IgG (konjugiert mit Alexa Fluor® 
488) 
Ziege 1:1000 Invitrogen  
Kaninchen IgG (konjugiert mit Alexa Fluor® 
555) 
Ziege 1:1000 Invitrogen  
Kaninchen IgG (konjugiert mit Alkalischer 
Phosphatase) 
Ziege 1:1000  Jackson 
ImmunoResearch  
Maus IgG (konjugiert mit Alexa Fluor® 488) Ziege 1:1000 Invitrogen  
Maus IgG (konjugiert mit Alexa Fluor® 555) Ziege 1:1000 Invitrogen  
Maus IgG (konjugiert mit Alkalischer 
Phosphatase) 
Ziege 1:1000 Jackson 
ImmunoResearch  
Meerschweinchen IgG (biotinyliert) Ziege 1:200 Vector Laboratories 
Meerschweinchen IgG (konjugiert mit Alexa 
Fluor® 555) 
Ziege 1:1000 Invitrogen 
2.1.5 Oligonukleotide 
Die in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotide sind im Anhang aufgelistet. Die 
Oligonukleotide wurden mit dem Programm OLIGO 7 Primer Analysis Software 
(Molecular Biology Insights, Inc.) erstellt und von der Firma TIB MOLBIOL 
Syntheselabor GmbH synthetisiert.  
2.1.6 Fliegenstämme 
Als Referenzstämme wurden in dieser Arbeit für die in situ Hybridisierungen Oregon 
R und für alle weiteren Experimente w1118 verwendet. In den nachfolgenden Tabellen 
sind alle in dieser Arbeit verwendeten Fliegenlinien und ihre Herkunft aufgelistet.  
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Tabelle 7 Reporterstämme 
Fliegenlinie Genotyp Chromosom Herkunft/ Referenz 
CAP-GFP y1 w*; P{PTT-
GA}CAPCA06924 
2 FlyTrap collection/ L. Cooley lab 
(Buszczak et al., 2007; Morin et al., 
2001) 
HandC3.1-GFP Keine Angabe 3 (Sellin et al., 2006) 
Kettin-GFP w1118;P{PTT-
un1}sls[ZCL2144] 
3 FlyTrap collection/ L. Cooley lab 
(Hudson et al., 2008) 
Zasp52-GFP w1118;P{PTT-
GB}Zasp52G00189 
2 FlyTrap collection/ L. Cooley lab (Morin 
et al., 2001) 
 
Tabelle 8 Balancerstämme 







3 Bloomington Drosophila 
Stock Center, #6663 
hs-hid-2, Sp/ CyO w[1118]; P{w[+mC]=hs-hid}2, 
wg[Sp-1]/CyO 
2 Bloomington Drosophila 
Stock Center, #7757 
hs-hid-2, Sp/ CyO, 
twi>>EGFP 
Keine Angabe 2 Kombination aus 
Bloomington#6662 und 
7757 (I. Reim) 
If/ CyO; MKRS/ 
TM6,Tb 




w1118; In(2LR)Gla, wgGla-1/CyO, 
P{w+mC=GAL4-twi.G}2.2, P{UAS 
2xEGFP}AH2.2 
2 Bloomington Drosophila 
Stock Center, #6662 
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Tabelle 9 Defizienzlinie 





2 Bloomington Drosophila Stock 
Center, #23666 
Tabelle 10 Mutanten 
Fliegenlinie Genotyp Chromosom Herkunft/ Referenz 
CAP42b/ CyO, 
twi>> EGFP 














scb2/ CyO cn[1] scb[2] bw[1] sp[1]/CyO 2 Bloomington 
Drosophila Stock 
Center, #3098 
Tabelle 11 UAS-und Gal4-Linien 
Fliegenlinie Genotyp Chromosom Herkunft/ Referenz 




Center, #2517 (Baker 
und Schubiger, 1996) 











Fliegenlinie Genotyp Chromosom Herkunft/ Referenz 











Keine Angabe 3 (Bharadwaj et al., 
2013) 
daGal4 w[*]; P{w[+mW.hs]=GAL4-









Center, #1767 (Brand 
und Perrimon, 1993) 
S59-Mef2-HtΔD-Gal4 Keine Angabe 2 (Zaffran et al., 2006) 
tinDGal4; tinC∆4-Gal4 Keine Angabe 2 und 3 Kombination aus 
tinC∆4-Gal4 und tinD-
Gal4 (I.Reim) 
tinC∆4-Gal4 Keine Angabe 3 (Lo und Frasch, 2001) 
tinD-Gal4(=TMEN6-
GAL4 #52D1) 
Keine Angabe 2 J. Weiss, OHSU, 
Portland, USA; (Reim 
und Frasch, 2005) 
twistGal4;how24bGal4 Keine Angabe 2 und 3 Kombination aus 
2xPE-twi-Gal4 und 
how24B-Gal4 (I.Reim) 










2.2.1 Molekularbiologische Methoden 
Die folgenden molekularbiologischen Standardmethoden wurden, wenn nicht 




• DNA-Gelextraktion  
• Ligation 
• Klonierung 
• Restriktionsverdau  
• Herstellung chemisch-kompetenter Zellen 
• Transformation in chemisch-kompetente E. coli Zellen  
• Transformation in Bl21 E. coli Zellen 
• Plasmid-DNA-Extraktion  
• Präzipitation von Nukleinsäuren 
2.2.1.1 Isolation von genomischer DNA aus Fliegen 
Für die Isolation genomischer DNA wurden 30 Fliegen in flüssigem Stickstoff 
schockgefroren. Nach Zugabe von Extraktionspuffer A wurden die Fliegen 
homogenisiert und für 30 Minuten bei 65 °C unter mehrfachen invertieren inkubiert. 
Es folgte die Zugabe von 800 µl Extraktionspuffer B und eine 10-minütige Inkubation 
auf Eis. Nach 15-minütiger Zentrifugation bei 4 °C und 13000 rpm wurde der 
Überstand in ein neues Eppendorfgefäß überführt, mit Isopropanol versetzt und 
gevortext. Nach erneuter Zentrifugation für 15 Minuten bei 4 °C und 13000 rpm 
wurde das DNA Pellet mit 75 % Ethanol gewaschen, luftgetrocknet und in 100 µl 
A. bidest aufgenommen. Die Lagerung erfolgte bei -20 °C. 
Extraktionspuffer A: 100 mM Tris-HCl, pH 7,5; 100 mM EDTA; 100 mM NaCl; 
0,5 % SDS 
Extraktionspuffer B: 1 Teil 5 M Kaliumacetat und 2,5 Teile 6 M Lithiumchlorid 
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2.2.1.2 Isolation von genomischer RNA aus Fliegen 
Für die Isolierung von genomischer RNA aus adulten Fliegen wurden ~ 50 mg 
Fliegen in flüssigen Stickstoff homogenisiert und mit 1 ml TRIzol® (Life Technologies, 
Thermo Fisher Scientific) versetzt. Das Gemisch wurde für 5 Minuten bei RT 
inkubiert und anschließend für 10 Minuten bei 4 °C und 13000 rpm abzentrifugiert. 
Der Überstand wurde in ein neues Eppendorfgefäß überführt, mit 200 µl Chloroform 
versetzt und mehrfach invertiert. Nach 3-minütiger Inkubation bei RT wurde das 
Gemisch für 15 Minuten bei 4 °C und 13000 rpm zentrifugiert. Dabei wurden die 
Proteine von der sich in der oberen Phase befindenden RNA getrennt. Die obere, 
wässrige Phase wurde erneut in ein neues Eppendorfgefäß überführt, mit 1-fachem 
Volumen Isopropanol versetzt und für 10 Minuten bei RT gefällt. Die RNA wurde 
durch Zentrifugation für 30 Minuten bei 4 °C und 13000 rpm sedimentiert und das 
RNA Pellet mit 75 % Ethanol (v/v) gewaschen, luftgetrocknet und in 100 µl A. bidest 
gelöst. Die Lagerung erfolgte bei -80 °C. 
2.2.1.3 cDNA Synthese 
Zunächst wurden ~ 1 µg RNA mit 1 µl DNase I (1 U/µl; Thermo Fisher Scientific) für 
15 Minuten bei 37 °C verdaut. Für die Reverse Transkription der genomischen RNA 
in cDNA wurde das RevertAid RT Reverse Transcription Kit (Thermo Fisher 
Scientific) nach Herstellerangaben genutzt. Neben den im Kit befindlichen random 
Hexamer Primern wurden noch zusätzlich Oligo dt Primer (Thermo Fisher Scientific) 
verwendet. Die Lagerung erfolgte bei -20 °C. 
2.2.1.4 Analyse der Qualität und Quantität der Nukleinsäuren 
Die Bestimmung der Qualität und Quantität der Nukleinsäuren erfolgte durch 
elektrophoretische Auftrennung der Proben in einem DNA- bzw. RNA-Agarosegel, 
und mit Hilfe des NanoDrop® ND-1000 UV/Vis-Spektralphotometer (peqLab). 
2.2.1.5 Sequenzierung 
Die Sequenzierreaktion sowie die Produktaufreinigung als auch die Produktanalyse 
wurden von Dr. Martin Meixner (DLMBC, Rüdersdorf) mit einem automatischen 
ABI 3130XL DNA-Sequenzierer durchgeführt. Der dafür genutzte Reaktionsansatz 
enthielt 300-400 ng Plasmid-DNA bzw. 15-40 ng PCR-Produkt sowie 10 pmol des 
entsprechenden Starteroligonukleotids.  
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2.2.2 Biochemische Methoden 
2.2.2.1 Herstellung eines CAP-Antikörpers 
2.2.2.1.1 Klonierung des Expressionsvektors 
Um einen Antikörper gegen das Drosophila CAP-Protein herzustellen, wurde die 
Sequenz der CAP-N Isoform (NCBI: NP_001137639) mit den Oligonukelotiden 
5‘-GCAgcggccgcCAGAAGCTCTACC-3‘ (mit NotI-Restriktionsschnittstelle 
unterstrichen) und 5‘-TGCaagcttCTAGGCCCGTTCCAC-3‘ (mit 
HindIII-Restriktionsschnittstelle unterstrichen) aus cDNA amplifiziert und in den 
pGEM®-T Easy Vektor subkloniert. Mittels Restriktionsverdau mit HindIII und NotI 
wurde der pMH-Expressionsvektor (Gorchakov et al., 2004) linearisiert und das 
CAP-N Fragment aus dem pGEM®-T Easy Vektor ausgeschnitten. Es folgte die 
Ligation des CAP-N Fragments und des pMH-Expressionsvektors. Der Vektor wurde 
über Hitzeschock in E. coli Bl21 Zellen transfiziert, ausplattiert und Einzelklone in 
Übernachtkultur unter Amp-Selektion angezogen. 
2.2.2.1.2 Rekombinante Proteinexpression in E. coli Bl21(DE) Zellen 
Um die Löslichkeit des rekombinanten CAP-N Proteins und die Induktionseffizienz 
der Bakterienklone zu ermitteln, wurden 5 ml Flüssigkulturen im Verhältnis 1:100 mit 
frischen Übernachtkulturen in Amp-Selektionsmedium inokuliert und bei 37 °C und 
180 rpm bis zu einer OD600 von 0,4 - 0,6 inkubiert. Nach Erreichen der 
entsprechenden OD wurden die Kulturen mit 0,2 µl/ml IPTG induziert. Als Kontrolle 
wurde von jedem Klon ein uninduzierter Ansatz mitgeführt. Die Induktionsdauer 
betrug maximal 3 h bei 37 °C, wobei auch nach 1 h und 2 h eine Probe genommen 
wurde. Anschließend wurden die Bakterien bei 4 °C und 4000 x g sedimentiert und in 
1 ml Bindepuffer resuspendiert. Zum Aufschluss wurden die Bakterienzellen unter 
Kühlung auf Eis mit dem GM70 Sonoplus 8-mal für 15 s (mit 20 s Pause zwischen 
den Durchgängen) bei 72 % der maximalen Amplitude sonifiziert. Die Zellen wurden 
für 30 Minuten bei 4 °C und 4000 x g abzentrifugiert und der Überstand in ein neues 
Falconröhrchen überführt. Das Pellet wurde in 1 ml Bindepuffer resuspendiert. Von 
den einzelnen Fraktionen wurden 10 µl 1:2 mit SDS-Probenladepuffer versetzt, für 
10 Minuten bei 95 °C aufgekocht und auf einem SDS-Polyacrylamidgel aufgetrennt. 
Anschließend wurde nach Coomassie-Färbung durch Vergleich der Überstand- und 
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Pelletfraktion die Proteinlöslichkeit sowie die Induktionseffizienz der Klone des 
rekombinanten CAP-Proteins ermittelt.  
Eine 400 ml Kultur wurde mit dem effizientesten Klon angeimpft und bei einer OD600 
von 0,4 - 0,6 mit IPTG für 3 h bei 37 °C induziert. Die Zellen wurden, wie bereits 
beschrieben, sedimentiert, in 100 ml Bindepuffer resuspendiert, sonifiziert und der 
Überstand für die Ni-NTA-Säulenaufreinigung verwendet. 
2.2.2.1.3 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (Laemmli, 1970) 
Die Auftrennung von Proteinen erfolgte mittels SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
in einer Höfer SE 260 mini-vertikal Gelelektrophoresekammer in 1x E-Puffer. Es 
wurden 10 - 12,5 % Trenngele und 4 % Sammelgele genutzt. Als 
Molekulargewichtsmarker wurde der PageRuler Prestained Protein Ladder oder der 
PageRuler Prestained Protein Ladder Plus (Thermo Fisher Scientific) verwendet. Die 
Elektrophorese wurde bei konstanten 17 mA pro Gel durchgeführt.  
Tabelle 12 Zusammensetzung der SDS-Gele 
Komponente 12,5 % Trenngel 10 % Trenngel 4 % Sammelgel 
A. bidest  1,92 ml 2,3 ml 2,05 ml 
Polyacrylamid 2,07 ml 1,67 ml 0,5 ml 
2 M Tris pH 8 0,946 ml 0,94 ml - 
1 M Tris pH 6,8 - - 0,375 ml 
20 % SDS 25 µl 25 µl 15 µl 
10 % APS 50 µl 50 µl 30 µl 
TEMED 3 µl 3 µl 3 µl 
2x SDS-Probenpuffer: 20 % Glycerin, 4 % SDS, 200 mM ß-Mercaptoethanol, 
100 mM Tris-HCl, pH 6,8  
1x E-Puffer/ 0, 1 % SDS: 25 mM Tris-HCl, 250 mM Glycin, 0,1 % SDS  
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2.2.2.1.4 Coomassie-Färbung  
Das SDS-Polyacrylamidgel wurde zunächst 3-mal 10 Minuten mit A. bidest 
gewaschen und anschließend für 60 Minuten mit PageBlue Protein Staining Solution 
(Thermo Fisher Scientific) gefärbt. Zuletzt wurde das Gel nochmals 2 bis 3-mal für 
15 Minuten gewaschen. 
2.2.2.1.5 Western Blot 
Der Transfer der mittels SDS-PAGE aufgetrennten Proteine auf eine 
Nitrocellulosemembran erfolgte mit einer Hoefer™ TE 22 Transfertankeinheit für 
1,5 - 2 h bei 4 °C und konstanten 0,4 A in Transferpuffer. Nach dem Transfer wurde 
die Nitrocellulosemembran für eine Stunde mit 5 % Milchpulver in PBS geblockt. Die 
Nitrocellulosemembran wurde anschließend für 4 h bei RT oder über Nacht bei 4 °C 
auf einem Taumler mit dem primären Antikörper inkubiert. Nach dreimaligem 
Waschen für 15 Minuten mit 1x PBS erfolgte die Inkubation mit dem alkalische 
Phosphatase-konjugiertem sekundären Antikörper für 2 – 3 h bei Raumtemperatur 
auf einem Taumler. Die Nitrocellulosemembran wurde anschließend nochmals 3-mal 
für 15 Minuten mit 1x PBS, 1-mal kurz und dann für 20 Minuten mit NBT-Puffer 
gewaschen. Die Detektion der Alkalische-Phosphatase markierten Proteine erfolgte 
mit NBT-Substratlösung. 
10x PBS: 100 mM Na2HPO4, 20 mM KH2PO4, 1,37 M NaCl, 27 mM KCl, pH 7,4 
Blockierlösung: 5 % Milchpulver (Roth) w/v in PBS, pH 7,4  
Transferpuffer: 25 mM Tris-HCl, 250 mM Glycin  
NBT-Puffer: 10 mM Tris-HCl, 100 mM NaCl, 10 mM MgCl2, pH 9,5  
NBT-Substratlösung: 10 mM Tris-HCl, 100 mM NaCl, 10 mM MgCl2,, 50 μg/ml NBT, 
40 μg/ml BCIP, 0,0015 % DMF, pH 9,5  
2.2.2.1.6 Ni-NTA-Säulenaufreinigung 
Die Nickel-Affinitäts-Chromatographie-Proteinaufreinigung wurde unter nativen 
Bedingungen nach Angaben des Herstellerprotokolls durchgeführt. Für die 
Vorbereitung der Nickel-NTA-Säule wurde eine Fritte (PX11.1, Roth) in einer kleinen 
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Festphasen-Extraktionssäule (SPE-columns PX08.1, Roth) platziert und 1,5 ml 
Nickel-NTA Agarose Slurry (QUIAGEN) hinzugefügt, um ein Volumen von 750 µl und 
eine durchschnittliche Bindekapazität von 30 mg Protein zu erzielen. Die Säule 
wurde mit 10-fachem Volumen 1x Bindungspuffer äquillibriert und anschließend mit 
dem Proteinextrakt beladen. Der Durchlauf wurde aufgefangen. Ungebundene 
Proteine wurden mit 10-fachem Volumen 1x Bindungspuffer, gefolgt von 6-fachem 
Volumen 1x Waschpuffer von der Säule gewaschen. Anschließend wurden die 
gebundenen Proteine mit 6-fachem Volumen 1x Elutionspuffer eluiert. Alle Fraktionen 
wurden gesammelt und in flüssigem Stickstoff eingefroren. Aliquots der einzelnen 
Fraktionen wurden mit SDS-PAGE und Western Blot analysiert.  
1x Bindungspuffer: 0,5 M NaCl, 20 mM Tris-HCl, 5 mM Imidazole, pH 7,9  
1x Waschpuffer: 0,5 M NaCl, 20 mM Tris-HCl, 20 mM Imidazole, pH 7,9  
1x Elutionspuffer: 0,5 M NaCl, 20 mM Tris-HCl, 1 M imidazole, pH 7,9  
2.2.2.1.7 Dialyse 
Die Eluatfraktionen der Ni-NTA-Säulenaufreinigung mit dem gewünschten Protein 
wurden zusammengeführt und dialysiert. Dafür wurde der Dialyseschlauch zunächst 
(ZelluTrans Dialysiermembran T1 MWCO 3500) mit A. bidest nach 
Herstellerangaben gewaschen und äquillibriert. Die Proteinlösung wurde gegen 
500-faches Volumen Dialysepuffer bei 4 °C dialysiert und der Dialysepuffer gegen 
gekühltes PBS nach 1, 2 und 4 Stunden ausgetauscht. Die finale Dialyse in 1/10 PBS 
erfolgte über Nacht bei 4 °C. Die Proteinlösung wurde aus dem Dialyseschlauch 
gesammelt und die Proteinkonzentration mittels eines Bradfordtests bestimmt. Das 
Protein wurde lyophilisiert und vor der Immunisierung in 10 % des ursprünglichen 
Volumens in A.bidest aufgenommen. 
Dialysepuffer: 13 mM NaCl, 700 μM Na2HPO4, 300 μM Na2HPO4, pH 7.4 
2.2.2.1.8 Affinitätsreinigung des CAP-Antikörpers 
Für die Reinigung des CAP-Antikörpers von anderen Serumbestandteilen wurden 
0,5 mg rekombinantes CAP-N Protein auf einen Streifen Nitrocellulosemembran 
appliziert. Die Membran mit dem CAP-N Protein wurde getrocknet und unter UV-Licht 
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für 1 Minute quervernetzt. Anschließend erfolgte eine 60-minütige Inkubation der 
Membran mit 5 % Milchpulver in PBS, um die Membran gegen unspezifische 
Antikörperbindungen abzublocken. Die Membran wurde daraufhin 3 bis 5-mal mit 
1x PBS auf einem Taumler gewaschen und über Nacht mit 15 ml CAP-Antiserum 
(finale Blutung anti-CAP 23304) bei 4 °C taumelnd inkubiert. Das Serum wurde 
abgenommen und die Membran 1-mal mit 1x PBT und mindestens 3-mal mit 1x PBS 
gewaschen bis die OD280 unter 0,1 war. Um den Antikörper von der Membran zu 
eluieren, applizierte man 100 mM Glycin pH 2,8 für 10 Minuten. Dieser Vorgang 
wurde 3-mal wiederholt und das Eluat sofort mit 100 mM Tris pH 8 neutralisiert. Das 
Eluat wurde anschließend bei 4 °C und 4000 x g in einem Konzentrationsröhrchen 
von Millipore aufkonzentriert. Der Antikörper wurde zu 50 % mit Glycerin versetzt und 
bei -20 °C gelagert.  
1x PBT: 1x PBS, 0,1 % Triton X-100 
2.2.3 Arbeiten mit Drosophila melanogaster 
2.2.3.1 Stammhaltung und Zucht 
Alle Fliegen wurden zur Anzucht und Stammhaltung auf einem Standardmedium in 
Kunststoffröhrchen bei Raumtemperatur gehalten und alle zwei Wochen umgesetzt. 
Zur Herstellung des Standardmediums wurden 85 g Agar mit 8 l Leitungswasser 
aufgekocht und mit 766 g Maisschrot versetzt. Zudem wurden in 2 l Leitungswasser 
100 g Sojamehl, 180 g Trockenhefe, 408 g Zuckerrübensirup und 816 g Malzextrakt 
gelöst und anschließend zu der Agarlösung gegeben. Das Gemisch wurde 
aufgekocht, danach auf ca. 70 °C abkühlt und um Bakterienwachstum zu verhindern, 
mit 6 g Nipagin (gelöst in 10 ml Ethanol) sowie 45 ml Propionsäure versetzt. 
Das Ziel von Kreuzungen ist die Herstellung von Fliegen mit einem definierten 
genetischen Hintergrund. Aus diesem Grund ist es wichtig frisch geschlüpfte, 
jungfräuliche Weibchen für die Kreuzungen zu verwenden. Unbefruchtete, frisch 
geschlüpfte Weibchen sind deutlich schwächer pigmentiert und das Mekonium, ein 
dunkler Fleck auf der Unterseite des Abdomens, ist deutlich sichtbar. Alle 
Kreuzungen und Experimente wurden in Brutschränken bei einer konstanten 
Temperatur von 25 °C durchgeführt. Für einige Überexpressions- und 
RNAi-Experimente wurden die Fliegen auch zeitweise bei 29 °C gehalten. 
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2.2.3.2 Embryonenablage auf Apfelsaftagarplatten 
Für die Eiablage wurden 40 – 200 Fliegen in kleinen bis mittleren Fliegenkäfigen auf 
Apfelsaftagarplatten mit Hefe gehalten. Zunächst erfolgte eine 2-stündige Ablage, um 
bereits befruchtete Eizellen ablegen zu lassen. Anschließend wurden die Fliegen auf 
eine frische Apfelsaftagarplatte mit Hefe gesetzt und die Eiablage über Nacht oder für 
2 h mit anschließender Alterung der Embryonen für 20 h durchgeführt.  
2.2.3.3 Ermittlung der Lebensdauer von adulten Fliegen 
Um die Lebenserwartung adulter Fliegen zu ermitteln, wurden die Fliegen direkt nach 
dem Schlüpfen nach Geschlechtern getrennt und 25 – 30 Fliegen pro Futterröhrchen 
bei 25 °C gehalten. Die Fliegen wurden alle 2 – 4 Tage auf neue Futterröhrchen 
überführt und dabei die verstorbenen Tiere in den Futterröhrchen gezählt.  
2.2.3.4 Injektionstest zur Ermittlung des kardialen Pumpvermögens nach 
(Drechsler et al., 2013) 
Für die Injektionen wurden Puppen (< 90h APF) auf Objektträger mit doppelseitigen 
Klebeband fixiert. Nach 10 Minuten wurde das Operculum der Puppen mit feinen 
Pinzetten entfernt. Für die Injektion wurde eine Glaskapillare mit 10 µl Uraninlösung 
(1 mg/ml in PBS) befüllt und an einen Mikromanipulator befestigt. Jedem Tier wurde 
nur ein einziges Mal der Farbstoff lateral in das Abdomen mittels eines Eppendorf 
FemtoJet Mikroinjektionsapparates injiziert. Die Akkumulation des Farbstoffes wurde 
über 3 Minuten unter einem Stereomikroskop, besetzt mit einer UV-Lampe und dem 
dazugehörigen Filter, mit einer Digitalkamera (Canon PowerShot A650 IS) 
dokumentiert. Die Pixelintensitäten wurden mit dem „Plot-Z-axix profile“ Werkzeug 
von Fiji (Schindelin et al., 2012) innerhalb der Kopfregion (R.O.I) gemessen.  
Für die Mutanten wurden nur die durchschnittlichen Pixelintensitäten der Puppen 
aufgetragen, die einen Defekt im kardialen Pumpvermögen zeigten. 
Dieser Versuch wurde mit Hilfe von Dr. Maik Drechsler in dem Labor von 






2.2.3.5 Lebendbeobachtung Fluoreszenz-markierter L3-Larven zur Ermittlung 
der prozentualen systolischen Verkürzungsfraktion 
HandC3.1-GFP markierte L3-Larven wurden für 3 Minuten mit Flynap® (Carolina 
Biological Supply Company) nach Herstellerangaben betäubt und auf Objektträgern 
mit doppelseitigem Klebeband immobilisiert. Die Larven wurden sofort nach 
10 Minuten Erholungszeit mit dem DeltaVision Mikroskopsystem und der 
SoftWoRx Software für 1 Minute gefilmt. Die Bildakquisition erfolgte alle 100 ms. Mit 
der Fiji-Software (Schindelin et al., 2012) wurden die Filme in das AVI-Dateiformat mit 
7 Bildern pro Sekunde umgewandelt.  
Zur Ermittlung der prozentualen systolischen Verkürzungsfraktion wurden die 
Durchmesser der Herzzellwände für mindestens 6 Systolen und 6 Diastolen pro 
Larve unter Benutzung der Fiji-Software (Schindelin et al., 2012) gemessen und der 
Mittelwert sowie die Standardabweichung bestimmt. 
Anschließend wurde die prozentuale systolische Verkürzungsfraktion 
folgendermaßen berechnet:  
. 
Für die Berechnungen der prozentualen systolischen Verkürzungsfraktion der 
CAP49e-Larven wurden nur die Werte der Tiere mit reduzierter Kontraktilität des 
Dorsalgefäßes verwendet und dargestellt. 
2.2.4 Histologische Methoden 
2.2.4.1 Formaldehydfixierung von Embryonen 
Embryonen wurden auf der Ablageplatte mit 50 % Danklorix-Lösung 
(Colgate-Palmolive) für 2 – 3 Minuten unter Beobachtung mittels eines Binokulars 
dechorionisiert und anschließend in einem feinmaschigen Nylonsieb mit Wasser 
gewaschen. Die Embryonen wurden daraufhin mit einem Pinsel vorsichtig in ein 
Szintillationsgefäß mit Fixierlösung überführt und für 30 Minuten bei 300 rpm und 
Raumtemperatur geschüttelt. Die untere Phase wurde komplett entfernt und 5 ml 
Methanol hinzugegeben. Durch sofortiges Schütteln für die Dauer von 1 Minute 
wurden die Embryonen devitellinisiert und sinken nach unten. Die Fixierlösung sowie 
nicht devitellinisierte Embryonen wurden komplett entfernt und die devitellinisierten 
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Embryonen 2-mal mit Methanol gewaschen. Die Embryonen wurden anschließend 
bei -20 °C gelagert. 
Fixierlösung: 5 ml Heptan, 4,5 ml 1x PBS pH 7,4, 500 µl 37 % Formaldehyd 
2.2.4.2 Antikörper-Fluoreszenzfärbung von Embryonen 
Die fixierten und in Methanol gelagerten Embryonen wurden zunächst in 50 % 
Methanol in PBT gewaschen. Es folgten drei 10 bis 15- minütige Waschschritte mit 
PBT. Anschließend wurden unspezifische Antikörperbindungsstellen mit einer 
30 bis 60-minütigen Inkubation in 5 % BSA in PBT abgeblockt. Die Embryonen 
wurden mit dem primären Antikörper über Nacht bei 4 °C auf einem Taumler 
inkubiert. Nach fünf 10 bis 15-minütigen Waschschritten mit PBT erfolgte die 
Inkubation der Embryonen mit dem sekundären Antikörper entweder für 3 Stunden 
bei Raumtemperatur oder über Nacht bei 4 °C auf dem Taumler. Es folgten fünf 
10 bis 15-minütige Waschschritte mit PBT sowie die DNA-Färbung mittels 
Hoechst-Farbstoff. Die Embryonen wurden in 4 % Propylgallat in 85 % Glycerin 
eingebettet. Die Fluoreszenz- gefärbten Embryonen wurden mit dem 
DeltaVision Mikroskopsystem mithilfe der Software SoftWoRx aufgenommen. Die 
Bildbearbeitung erfolgte mit dem SoftWoRx Programm und Photoshop CS3 (Adobe). 
1x PBT: 1x PBS, 0,1 % Triton X-100 
2.2.4.3 Signalverstärkung mit dem TSA™ Fluorescein System 
Die direkte Fluoreszenzfärbung führte bei manchen primären Antikörpern nur zu 
einem schwachen Signal. Mithilfe des TSA™ Fluorescein Systems (Perkin Elmer) 
konnte eine Verstärkung des Fluoreszenzsignals ermöglicht werden. Die Färbung 
wurde bis zur Zugabe des zweiten Antikörpers, wie in 2.2.4.2 beschrieben, 
durchgeführt. Die Embryonen wurden 2 h mit einem biotinylierten sekundären 
Antikörper bei RT auf dem Taumler inkubiert. Nach drei 30-minütigen Waschschritten 
mit 1x PBT inkubierte man die Embryonen für 1 h bei RT mit Streptavidin-HRP 
(1:100). Die Embryonen wurden dann dreimal für 30 Minuten mit 1x PBT gewaschen 
und anschließend für 30 Minuten mit dem TSA-Gemisch (1 µl Fluorescein + 100 ml 
Amplifikationspuffer) bei RT auf dem Taumler inkubiert. Abschließend folgten zwei 
kurze und drei 30-minütige Waschschritte mit 1x PBT und die Einbettung in 4 % 
Propylgallat in 85 % Glycerin. 
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2.2.4.4 In situ Hybridisierung von Embryonen nach (Wilk et al., 2010) 
2.2.4.4.1 Herstellung von Digoxigenin-markierten RNA in situ Proben 
Für die Herstellung von Digoxigenin-markierten RNA in situ Proben wurden 
150 - 600bp große Exonfragmente der entsprechenden Kandidatengene mittels 
genspezifischen Primern (siehe Anhang Tabelle 17) aus genomischer Fliegen-DNA 
amplifiziert und in den pGEM®-T Easy Vektor subkloniert. Über Restriktionsverdau 
wurde die Orientierung des Amplikons ermittelt. Es folgte eine zweite PCR Reaktion 
mit T7 und SP6 Primern und die Gelextraktion des entsprechenden Fragments. Nun 
wurde durch in vitro Transkription entweder mit der T7 oder SP6 RNA-Polymerase 
entsprechend der Orientierung des Amplikons die antisense RNA-Probe und für 
bestimmte Gene auch die sense RNA-Probe synthetisiert. Für die 
in vitro Transkription wurde den Herstellerangaben (Roche und Thermo Fisher 
Scientific) gefolgt. Die Qualität und Quantität der Dig-markierten RNA-Proben wurde 
mit einem nativen Agarosegel und Dot Blot ermittelt.  
Tabelle 13 Reaktionsansatz in vitro Transkription 
Komponenten Volumen/Reaktion Endkonzentration 
5x Transkriptionspuffer 2 µl 1 x 
Dig-NTP-Mix (10 mM ATP, 
10 mM GTP, 10 mM CTP, 
6,5 mM UTP, 3,5 mM Dig-UTP) 
1 µl 
0,2 mM für ATP, GTP, CTP 
0,13 mM UTP 
70 µM Dig-UTP 
Ribolock™ RNase Inhibitor 1 µl 40 U/Reaktion 
RNA Polymerase 1 µl 20 U/Reaktion 
A. bidest variabel - 
PCR Produkt variabel 250-300 ng/Reaktion 
Endvolumen 10 µl - 
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2.2.4.4.2 Proteinase K Verdau und Prähybridisierung der Embryonen 
In Methanol fixierte Embryonen wurden schrittweise rehydriert (75 %, 50 %, 25 % 
Methanol in PBT) und 5-mal mit 1x PBT gewaschen. Die Embryonen wurden 
anschließend mit 2,67 µg/ml Proteinase K für 13 Minuten bei RT auf dem Schüttler 
und anschließend für eine Stunde auf Eis verdaut. Der Proteinase K Verdau wurde 
durch drei 5-minütige Waschschritte mit 2 mg/ml Glycin in PBT abgestoppt, gefolgt 
von zwei 7-minütigen Waschschritten mit 1x PBT. Die Embryonen wurden 
anschließend für 25 Minuten mit 3,7 % Formaldehyd in PBT fixiert. Die Fixierlösung 
wurde durch 5 Waschschritte mit 1x PBT entfernt. Nun wurden die Embryonen 
schrittweise in Hybridisierungspuffer überführt. Dabei wurde zunächst ein 
10-minütiger Waschschritt in 50 % Hybridisierungspuffer: 50 % PBT durchgeführt, 
gefolgt von einem weiteren 10-minütigen Waschschritt in 100 % 
Hybridisierungspuffer. Die Embryonen wurden schließlich in 100 % 
Hybridisierungspuffer prähybridisiert. Dafür wurde der Hybridisierungspuffer für 
5 Minuten bei 80 °C inkubiert, danach für 5 Minuten auf Eis abgekühlt und 
unmittelbar zu den Embryonen gegeben. Die Prähybridisierung erfolgte bei 56 °C für 
mindestens 2 h.  
Hybridisierungspuffer: 50 % Formamid, 5x SSC, 100 μg/ml Heparin, 100 μg/ml 
sonifizierte Lachs-Sperma-DNA, 50 µg/ml Hefe-tRNA, 0.1 % Tween-20, pH 5,5 
2.2.4.4.3 Hybridisierung der Embryonen mit den RNA-Sonden 
Die RNA-Sonden wurden vor der Hybridisierung für 5 Minuten bei 80 °C inkubiert 
und dann auf Eis für einige Minuten abgekühlt. Zu jeweils 30 µl Embryonen in 100 µl 
frischem Hybridisierungspuffer wurden 2-5 µl der RNA-Probe gegeben und 
mindestens 16 h bei 56 °C hybridisiert. Es folgten 2 Waschschritte in 100 % 
Hybridisierungspuffer für 45 – 60 Minuten bei 56 °C. Anschließend wurden bei 56 °C 
weitere Waschschritte für 15 Minuten mit 50 % Hybridisierungspuffer und 25 % 
Hybridisierungspuffer in PBT durchgeführt. Bei Raumtemperatur wurden die 
Embryonen noch 5-mal für 10 Minuten mit 1x PBT gewaschen. Unspezifische 
Antikörperbindungen wurden durch das Inkubieren der Embryonen mit 5 % 
Milchpulver in PBT für eine Stunde abgeblockt. Die Inkubation mit einem anti-
Digoxigenin-Alkalische Phosphatase gekoppelten Antikörper erfolgte entweder über 
Nacht bei 4 °C oder für 3 h bei RT. Ungebundener Antikörper wurde durch fünf 
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10 bis 15-minütige Waschschritte mit 1x PBT entfernt. Die Embryonen wurden dann 
noch 2-mal für jeweils 10 Minuten mit frisch angesetztem AP-Puffer. 
AP-Puffer: 0,1 M NaCl, 0,05 M MgCl2, 0,1 M Tris-HCl pH 9,5, 0,1 % Tween-20 
2.2.4.4.4 Detektion der RNA-Sonden 
Die Detektion erfolgte durch das Umsetzten des BCIP Substrats durch die an den 
anti-Digoxigenin Antikörper gekoppelte Alkalische Phosphatase. Dafür wurden die 
Embryonen in eine 24-well Costarschale überführt. Der AP-Puffer wurde entfernt und 
durch eine AP-Entwicklerlösung ersetzt. Die Farbreaktion wurde bei Raumtemperatur 
im Dunkeln durchgeführt und durch zweimaliges Waschen mit 1x PBT abgestoppt. 
Die Embryonen wurden schließlich über eine Ethanolreihe schrittweise dehydriert, in 
Kanadabalsam eingebettet und die Präparate für zwei Tage bei 65 °C ausgehärtet. 
Die Bilder wurden mit Nomarski-Optik mit einem Zeiss Axiophot Mikroskopsystem 
und der ZEN Software dokumentiert. Die Bildbearbeitung erfolgte mit dem 
ZEN Programm und Photoshop CS3 (Adobe). 
AP-Entwicklerlösung: 10 ml AP-Puffer, 45 μl 75 mg/ml NBT, 35 μl 50 mg/ml BCIP 
2.2.4.5 Präparation und Färbung von adulten Dorsalgefäßen 
Für die Präparation und Färbung von adulten Dorsalgefäße wurden die Fliegen 
zunächst mit Ether für wenige Minuten betäubt. Es wurden die Flügel und die 
Extremitäten der Fliegen vorsichtig mit Pinzetten entfernt. Anschließend fixierte man 
die Fliegen mit Minutien durch den Thorax auf Sylgardplatten, so dass die dorsale 
Körperseite nach unten gerichtet war. Die Fliegen wurden mit 1x PBS überschichtet 
und das Abdomen mit einer chirurgischen Augenschere (Micromed © Medizintechnik 
GmbH, Artikelnr.: 381-061-018) geöffnet. Das Dorsalgefäß wurde von den anderen 
Organen wie dem Darm, den Malphigischen Gefäßen und den Gonaden 
freipräpariert und mit 3,7 % Formaldehyd in PBS bei 4 °C für 0,5 – 1 h auf dem 
Taumler fixiert. Danach wurden die Abdomen mit den Dorsalgefäßen in ein 
Eppendorfgefäß überführt und dreimal für 10 Minuten mit 1x PBT gewaschen. Die 
Dorsalgefäße wurden nun für 30 Minuten mit 5 % BSA in PBT geblockt und dann 
über Nacht bei 4 °C mit primären Antikörpern auf dem Taumler inkubiert. Nach 
weiteren drei 15-minütigen Waschschritten wurden die Dorsalgefäße entweder mit 
den zugehörigen sekundären Antikörpern und/oder TRITC-konjugiertem Phalloidin 
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(Sigma, 0.3 µg/ml) für 2 h bei Raumtemperatur gefärbt. Ungebundener Antikörper 
wurde durch drei 15-minütige Waschschritte mit 1x PBT entfernt und die Abdomen 
mit den Dorsalgefäßen in 4 % Propyllgalat in 85 % Glycerin eingebettet. Dabei wurde 
mit Hilfe von 18x18 Deckgläsern auf dem Objektträger eine Brücke gebaut und 
dazwischen dann das Abdomen mit einem 24x24 Deckglas eingebettet. Die Bilder 
wurden mit dem DeltaVision Mikroskopsystem und mithilfe der SoftWoRx Software 
aufgenommen. Die Bildbearbeitung erfolgte mit dem SoftWoRx Programm und 
Photoshop CS3 (Adobe). 
2.2.4.6 Präparation und Färbung von larvalen Dorsalgefäßen 
Für die Präparation der larvalen Dorsalgefäße wurden die Larven mit Minutien 
anterior zwischen den Mundhacken und posterior zwischen den posterioren 
Spirakeln auf Sylgardplatten immobilisiert, so dass die dorsale Körperseite nach 
unten gerichtet war. Die Larve wurde nun entlang der ventralen Körperachse mit 
einer chirurgischen Augenschere aufgeschnitten. Mit weiteren Minutien wurde die 
Epidermis seitlich aufgespannt und das larvale Dorsalgefäß von den anderen 
Organen freipräpariert. Die Fixierung und Färbung der larvalen Dorsalgefäße erfolgte 
dann wie in dem Kapitel 2.2.4.5 beschrieben wurde. 
2.2.4.7 Histologische Schnitte und Elektronenmikroskopie 
Die Embryos wurden wie in (Soplop et al., 2009) beschrieben, fixiert. Dafür wurden 
2 ml Fixierlösung bestehend aus 12,5 % Glutaraldehyd in 50 mM Cacodylatpuffer in 
ein Szintillationsgefäß gegeben, mit 8 ml Heptan versetzt und stark geschüttelt. Nach 
Separation der beiden Phasen wurde die mit Glutaraldehyd gesättigte, obere Heptan-
Phase (Fixierlösung) in ein frisches Szintillationsgefäß überführt. Dechorionisierte 
Embryonen wurden anschließend zu der Fixierlösung gegeben und für 1,5 h bei 4 °C 
auf dem Taumler fixiert. Die Embryonen wurden dann mit einer Pasteurpipette in eine 
mit doppelseitigen Klebeband ausgekleideten Petrischale überführt und mit 1x PBS 
überschichtet. Embryonen des Embryonalstadiums 16 wurden nach ihrem Genotyp 
und ihrer Darmmorphologie ausgewählt und mit einer Wolframnadel per Hand 
devitellinisiert. Die devitellinisierten Embryonen wurden in ein Eppendorfgefäß 
überführt, mit 0,1 M Cacodylatpuffer gewaschen und für 1 h mit 1 % Osmiumtetroxid 
gefärbt. Abschließend wurden die Embryonen in einer abgestuften Ethanolreihe und 
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Propylenoxid dehydriert und in Poly/BedR 812 (Polysciences, Inc., Eppelheim) 
eingebettet.  
Die Semidünnschnitte von 1 µm wurden mit einem Leica Ultracut S Ultramikrotom 
hergestellt und mit Toluidinblau für 3 Minuten bei 70 °C gefärbt. Die Bildaufnahme 
erfolgte mit einem Zeiss Axiophot Mikroskopiesystem.  
Die Ultradünnschnitte wurden mit Uranylacetat und Bleicitrat kontrastiert und mit 
einem FEI Morgagni Elektronenmikroskop untersucht. Digitale Bilder wurden mit 
einem Morada CCD-Kamera und der iTEM Software (Olympus Soft Imaging 
Solutions GmbH, Münster) aufgenommen. Die Bildbearbeitung erfolgte mit 
Photoshop CS3 (Adobe). 
Dieser Versuch wurde in Zusammenarbeit mit Dr. Bettina Purfürst in der 
Arbeitsgruppe Elektronenmikroskopie am MDC Berlin, Buch durchgeführt. 
2.2.5 Mikroskopie 
Wenn nicht anders vermerkt, wurden lichtmikroskopische Aufnahmen mit dem Zeiss 
Axiophot Mikroskopsystem und der ZEN Software aufgenommen. Die 
Bildbearbeitung erfolgte mit dem ZEN Programm und mit Photoshop CS3 (Adobe). 
Wenn nicht anders beschrieben, wurden Fluoreszenz-gefärbte Embryonen mit dem 
DeltaVision Mikroskopsystem und der Software SoftWoRx dokumentiert. Die 
Rohdaten wurden zur Verbesserung der Bildqualität deconvolviert. Die weitere 
Bildbearbeitung wurde mit dem SoftWoRx Programm und mit Photoshop CS3 
(Adobe) vorgenommen. 
Die in Abbildung 16 dargestellten Z-Ebenen, wurden mit der Orthogonal Viewer 








3.1 Kandidaten in situ Screen zur Identifizierung neuer an der 
Herzentwicklung in Drosophila melanogaster beteiligter 
Gene 
3.1.1 Auswahl der Kandidatengene für den in situ Screen 
In einem ersten Teil meiner Arbeit führte ich eine systematische Studie der 
Expressionsmuster von 101 Drosophila Kandidatengenen mittels 
in situ Hybridisierungen durch, um neue Gene zu identifizieren, die im Dorsalgefäß 
exprimiert sind. Ausgangspunkt dafür war eine Transkriptomanalyse während der 
Herzschlauchbildung bei dem Zebrabärbling Danio rerio, die in der Arbeitsgruppe von 
Prof. Dr. Salim Seyfried durchgeführt wurde (Priller, 2011). Die Kandidaten für meine 
Analyse wählte ich aus einer Liste von Genen, die während der Herzmorphogenese 
des Zebrafisches Danio rerio stark im Herzen exprimiert werden. Als Auswahlkriterien 
benutzte ich zudem den Grad der Konservierung orthologer Gene in Drosophila. 
Weitere Voraussetzungen waren, dass eine Herzfunktion dieser Gene bisher nicht 
beschrieben war und, dass solche Gene potenziell medizinisch relevant waren. In der 
Tabelle 14 sind die Gene dargestellt, deren Expressionsmuster mittels whole mount 
in situ Hybridisierungen untersucht wurden. Für die Durchführung der 
Expressionsanalysen wurden antisense RNA-Proben synthetisiert und mit 
Embryonen von wildtypischen Fliegen (Referenzstamm Oregon R) hybridisiert. Als 
Kontrollen wurden antisense RNA-Proben der bereits gut charakterisierten, 
herzspezifischen Gene tinman und Dorsocross mitgeführt. Die Expressionsmuster 
aller analysierten Kandidatengene wurden dokumentiert und mit der BDGP-
Datenbank (http://insitu.fruitfly.org/cgi-bin/ex/insitu.pl) verglichen. Im Anhang sind die 
Expressionsdaten tabellarisch im Vergleich zu den in der BDGP-Datenbank 
vorhandenen Expressionsdaten dargestellt (Tabelle 18).  
3.1.2 Zusammenfassung der in situ Screen Ergebnisse 
Von den 101 Kandidatengenen zeigten 20 Gene eine Expression im embryonalen 
Dorsalgefäß von Drosophila melanogaster. Diese sind in der Tabelle 14 aufgelistet. 
Die Tabelle zeigt auch einen Vergleich der in der BDGP-Datenbank gelisteten 
Expressionsmuster und der in dieser Arbeit erhaltenen in situ Expressionsdaten.
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Tabelle 14 Darstellung der 101 Kandidatengene des in situ Screens 
FlyBase ID Dm  Symbol Dr  Symbol Hs Symbol FlyBase ID Dm  Symbol Dr  Symbol Hs Symbol FlyBase ID Dm  Symbol Dr Symbol Hs Symbol
FBgn0013995 Calx slc8a1b, slc8a2b, slc8a4a 
SLC8A1; SLC8A2; 
SLC8A3 FBgn0016076 vri nfil3 NFIL3 FBgn0033215 CG1942 zgc:101757 MOGAT3
FBgn0023180 Orc6 orc6 ORC6L FBgn0020391 Nrk musk MUSK FBgn0005613 Sox15 sox7 SOX7
FBgn0264753 Rgk1 rrad RRAD FBgn0039055 CG4656 rassf6 RASSF6 FBgn0262871 CG5319 LOC556897 BTBD6
FBgn0035008 CG3494 lrrc10 LRRC10 FBgn0260960 Baldspot elovl6 ELOVL6 FBgn0037847 SelR msrb3 MSRB3




FBgn0250753 exba bzw2 BZW2
FBgn0259678 sqa mylk2; mylk3 MYLK2, MYLK3 FBgn0032243 Klp31E A2RV26_DANRE KIF21A FBgn0013987 MAPk-Ak2 zgc:158342 MAPKAPK3
FBgn0263006 Ca-P60A atp2a1a; atp2a2; atp2a3 ATP2A1; ATP2A2; 
ATP2A3
FBgn0052423 shep rbms3 RBMS3 FBgn0036376 CG10743 si:dkey-207j16.2 PPFIBP1
FBgn0002773 Mlc2 myl7 MYL7 FBgn0034793 asrij ociad2 OCIAD2 FBgn0041210 HDAC4 hdac9b HDAC9
FBgn0035102 CG7049 sumf2 SUMF2;PHKG1 FBgn0015402 ksr si:busm1-122b7.1 KSR1 FBgn0085220 CG34191 ufm1 UFM1
FBgn0051163 SKIP samsn1a SAMSN1 FBgn0250785 szar mpp2b MPP2 FBgn0031081 Nep3 zgc:154079 ECE1
FBgn0031850 Tsp thbs3b THBS3 FBgn0014859 Hr38 nr4a1 NR4A1 FBgn0005677 dac dacha DACH2
FBgn0050340 CG30340 ednra EDNRA FBgn0051721 Trim9 trim55b TRIM55 FBgn0029820 CG16721 zgc:73347 TCP11L2
FBgn0004882 orb cpeb1a; cpeb1b CPEB1 FBgn0037240 Cont zgc:55318 CNTN5 FBgn0263395 CG7097 map4k2l MAP4K2
FBgn0004169 up tnnt2a TNNT2 FBgn0004864 hop jak1 JAK1  FBgn0261811 pico LOC562032 GRB10
FBgn0265434 zip myh11 MYH11 FBgn0015831 Rtnl2 rtn2b RTN2 FBgn0039924 CG17471 LOC560360 PIP5K2A
FBgn0004687 Mlc-c myl6 MYL6 FBgn0004507 GlyP pygb PYGB FBgn0010620 Sip1 slc9a3r2 SLC9A3R1
FBgn0038037 Cyp9f2 cyp3c1l2 CYP3A5;CYP3A4;C
YP3A7;CYP3A43
FBgn0036505 CG7945 bag2 BAG2 FBgn0025741 plexA plxna4 PLXNA4
FBgn0030889 CG15373 casc1 CASC1 FBgn0013343 Syx1A zgc:101111 STX2 FBgn0250788 beta-Spec sptb SPTB
FBgn0263995 cpo rbpms2 RBPMS2 FBgn0029105 alpha-catenin-related si:ch211-254e15.1 CTNNAL1 FBgn0263391 hts add3a ADD3
FBgn0031150 bves popdc1 BVES FBgn0035390 CG1893 plscr3a PLSCR1;PLSCR2; 
PLSCR4
FBgn0052528 CG32528 parvaa PARVA
FBgn0029879 APC7 atp2a2a ANAPC7 FBgn0032796 CG10188 arhgef1 ARHGEF2 FBgn0039858 CycG ccng2 CCNG2
FBgn0033504 CAP




SORBS3 FBgn0014073 Tie tie1 TIE1 FBgn0039465 Tsp97E tspan13 TSPAN13
FBgn0031858 CG17378 zgc:91860 KIAA0513 FBgn0259482 CG4946 mobkl2c MOBKL2C FBgn0036819 CG6856 dtnbp1b DBNDD2
FBgn0265935 coro coro1a CORO1A;CLDN4;CLDN FBgn0032129 jp jph2 JPH2 FBgn0027865 Tsp96F cd9a CD9
FBgn0030449 Fer3HCH zgc:109934 FTH1;FTMT;AJ23932
9.2;FTHL17
FBgn0024238 Fim lcp1 LCP1 FBgn0053208 MICAL micall2 MICALL1
FBgn0053519 Unc-89 speg SPEG FBgn0003514 sqh myl9 MYL9 FBgn0025777 homer homer1 HOMER1
FBgn0039380 CG5890 kcnip1b KCNIP1 FBgn0005536 Mbs ppp1r12a PPP1R12A FBgn0037720 CG8312 zgc:77057 FAM43A
FBgn0264711 CG33291 A0PJR1_DANRE ABTB2 FBgn0031418 CG3609 dhdhl DHDH FBgn0010225 Gel capg CAPG
FBgn0038365 CG9593 angpt1 ANGPT1 FBgn0261387 CG17528 dclk1 DCAMKL1 FBgn0032961 CG1416 ahsa1 AHSA1
FBgn0032228 CG5367 ctsk CTSK FBgn0028550 A3-3 zgc:92851 JDP2 FBgn0003090 pk prickle2 PRICKLE2
FBgn0264357 SNF4Agamma zgc:153329 PRKAG2 FBgn0032409 Ced-12 elmo1 ELMO1 FBgn0002524 lace sptlc2 SPTLC2
FBgn0265991 Zasp52 ldb3a LDB3 FBgn0005638 slbo cebpa CEBPA FBgn0036516 CG7656 cdc34a CDC34
FBgn0030529 Clic clic2 CLIC2 FBgn0027788 Hey hey2 HEY2 FBgn0020912 Ptx1 pitx2 PITX2
Bgn0035437G12AA3:J CG11526 fam40a FAM40A FBgn0033028 CG11665 slc16a3 SLC16A3  
Gezeigt ist die FlyBase ID, das Gensymbol in Drosophila (Dm) sowie die Gensymbole der entsprechenden Orthologe im Zebrafisch (Dr) und im Menschen (Hs). 
Die Kandidatengene, die im embryonalen Dorsalgefäß von Drosophila exprimiert werden, sind gelb hervorgehoben. 
In der BDGP-Datenbank war für die Gene CAP, ZASP52 und zipper bereits eine 
Expression im Dorsalgefäß dokumentiert, die ich mit meiner Arbeit bestätigen konnte 
(Abbildung 7A,R,S). Darüber hinaus war es mir möglich die Expression im 
embryonalen Dorsalgefäß für 17 weitere Gene erstmalig zu dokumentieren 
(Abbildung 7). Darunter waren Gene, die neben zipper für weitere Untereinheiten des 
nicht- muskulären Myosin II Hexamers kodieren wie das für die regulatorischen 
leichten Myosinketten kodierende Gen sqh und das für die leichten Myosinketten 
kodierende Gen Mlc-c (Abbildung 7B, D). In diesem Zusammenhang konnte ich auch 
die Expression von sqa (kodiert für die Ca2+/Calmodulin-abhängige MLC-Kinase) und 
Mbs (kodiert für die Myosin-bindende Untereinheit der Myosin-Phosphatase) im 
embryonalen Dorsalgefäß zeigen (Abbildung 7C,P). 
Zudem konnte ich unter anderem die Expression von Genen im Dorsalgefäß 
nachweisen, die funktionell mit dem Aktinzytoskelett assoziiert sind (Fim, Sip1, pico; 
Abbildung 6Q und Abbildung 7L,M) oder für Calciumionenkanäle bzw. –austauscher 
kodieren (Ca-P60A und Calx; Abbildung 7E,H).  
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Gezeigt sind die Kandidatengene, die im embryonalen Dorsalgefäß exprimiert sind, sowie die OMIM 
Krankheiten und die Expressionsdaten der BDGP-Datenbank und dieser Arbeit. 
Von allen untersuchten Genen zeigte CAP die stärkste Expression im Dorsalgefäß. 
Daraufhin wurde im zweiten Teil meiner Arbeit die Rolle von CAP bei der 
Herzentwicklung analysiert.  
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Abbildung 7 Expression der im Dorsalgefäß exprimierten Kandidatengene.  
(A-T) Wildtyp-Embryonen des Referenzstammes Oregon R wurden mit Digoxigenin-markierten 
genspezifischen antisense RNA-Proben hybridisiert. Eine sense RNA-Probe wurde als 
Negativkontrolle mitgeführt (Daten nicht gezeigt). Dargestellt sind die whole mount in situ 
Hybridisierungen der 20 Kandidatengene (Embryonalstadium 16), die im embryonalen Dorsalgefäß 
exprimiert sind. Mit einem Pfeil ist das embryonale Dorsalgefäß („dorsal vessel“: dv) markiert. 
Maßstab: 50 µm. (U) Schematische Darstellung eines Embryos im Entwicklungsstadium 16/17. Das 




3.2 CAP spielt eine wichtige Rolle in der Herzentwicklung von 
Drosophila melanogaster 
3.2.1 CAP wird in dem embryonalen Dorsalgefäß exprimiert 
Mit Hilfe des in Kapitel 3.1 beschriebenen in situ Screens konnte gezeigt werden, 
dass CAP im embryonalen Dorsalgefäß von Drosophila exprimiert wird. Das CAP 
Gen wurde auf dem 2R Chromosom (2R:10,269,016...10,307,024 [+]) von Drosophila 
kartiert und kodiert für 23 Transkripte (Abbildung 8). In der BDGP-Datenbank wurde 
die Expression des CAP Gens mehrfach dokumentiert. Dabei wurden immer in situ 
Proben genutzt, die an das letzte Exon des C-terminalen Bereiches der Transkripte 
bindet. Mit diesen Proben konnten 22 der 23 CAP-Transkripte detektiert werden 
(Abbildung 8). Lediglich die Expression des Transkriptes CAP-P konnte nicht erfasst 
werden, da diesem Transkript der C-terminale Bereich fehlt. Nach den Daten der 
BDGP-Datenbank startet die Expression von CAP im Stadium 11-12 in den Anlagen 
der Garlandzellen. In den späteren Embryonalstadien 13-16 wurde CAP neben den 
Garlandzellen auch in der viszeralen Muskulatur, den ventralen und dorsolateralen 
sensorischen Komplexen, der Kopfepidermis, den Anlagen des sensorischen 
Nervensystems und dem Dorsalgefäß detektiert. Dabei gab es in der 
BDGP-Datenbank bisher nur Daten zu der Expression von CAP im Dorsalgefäß des 
Stadiums 16. Aus diesen Daten ergaben sich für meine Arbeit die Fragen, ab wann 
CAP im Dorsalgefäß exprimiert wird und ob sich die Expression des CAP-P 
Transkriptes von der beschrieben Expression zeitlich oder gewebsspezifisch 
unterscheidet. Um diese Fragen zu klären, habe ich eine Digoxigenin-markierte 
antisense CAP RNA-Probe sowie als Kontrolle eine Digoxigenin-markierte sense 
CAP RNA-Probe synthetisiert, die im N-terminalen Bereich binden und auch das 
CAP-P Transkript detektieren (Abbildung 8).  
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Abbildung 8 Karte der genomischen Region von CAP.  
Dargestellt sind die in situ Proben (ISH) der BDGP-Datenbank und die in dieser Arbeit verwendete 
in situ Probe. Hervorgehoben ist zudem das CAP-P Transkript. Die Abbildung wurde modifiziert nach 
www.flybase.org. 
Die whole mount in situ Hybridisierungen führte ich an Wildtyp-Embryonen des 
Referenzstammes Oregon R durch (Abbildung 9). Die frühste Expression von CAP 
konnte ich im Stadium 11 in den Anlagen der Garlandzellen, und darüber hinaus auch 
schwach im anterioren und posterioren Mitteldarm detektieren. Im Stadium 12 ist 
CAP zudem im Hinterdarm exprimiert. Erstmalig ist CAP auch im Stadium 13 in dem 
viszeralen Mesoderm nachweisbar. Die Expression von CAP im Dorsalgefäß startet 
im frühen Embryonalstadium 14. Wie die Abbildung 9 zeigt, bleibt die Expression in 
den Herzvorläuferzellen bis zum Ende der Embryonalentwicklung bestehen. Eine 
Expression in den angrenzenden Perikardialzellen konnte nicht festgestellt werden. 
Neben den beschriebenen Expressionsmustern ist CAP ab dem 
Embryonalstadium 14 zudem in der Pharynxmuskulatur detektierbar. Im Gegensatz 
zu der BDGP-Datenbank konnte ich keine Expression in den ventralen und 
dorsolateralen sensorischen Komplexen, der Kopfepidermis oder den Anlagen des 
sensorischen Nervensystems feststellen. Eine mögliche Erklärung wäre dafür, dass 
in diesen Geweben nur bestimmte CAP-Transkripte exprimiert werden, die ich, mit 
der in dieser Arbeit genutzten in situ Probe, nicht detektieren konnte.  
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Abbildung 9 Expression von CAP während der Embryogenese.  
Es sind whole mount in situ Hybridisierungen an Wildtyp-Embryonen des Referenzstammes Oregon R 
dargestellt. (A) Negativkontrolle mit einer Digoxigenin-markierten CAP sense RNA-Probe. (B-M) 
In situ Hybridisierungen mit einer Digoxigenin-markierten CAP antisense RNA-Probe. (B-H) laterale 
Ansicht der Embryonen und (I-M) dorsale Ansicht der Embryonen. In (M) ist die CAP Expression im 
Dorsalgefäß eines Embryos im Stadium 16 vergrößert gezeigt. amg anteriorer Mitteldarm, 
dpm dorsale Pharynxmuskulatur, gc Garlandzellen, hc Herzvorläuferzellen, hg Hinterdarm, 
lpm laterale Pharynxmuskulatur, mg Mitteldarm, vm viszerale(s) Mesoderm/ Muskulatur, 
pmg posteriorer Mitteldarm. Maßstab: (B-L) 50 µm und (M) 20 µm. 
3.2.2 Das CAP-Protein ist spezifisch im Dorsalgefäß lokalisiert 
Um die embryonale Expression des CAP-Proteins genauer untersuchen zu können, 
wurden zwei Antiseren gegen das CAP-Protein hergestellt. Dabei wurde als 
Antigensequenz der hochkonservierte C-terminale Bereich gewählt, der in allen bis 
auf einer CAP-Isoform (CAP-P) vorhanden ist (Abbildung 10). Dafür wurde die 
Sequenz der Isoform CAP-N bzw. CAP-E verwendet (Abbildung 11A). Die cDNA 
wurde im Leseraster in den pMH-Vektor kloniert (Gorchakov et al., 2004), der über 
einen Myc-His-Tag verfügt. Anschließend wurde das Fusionsprotein in E.coli Zellen 
BL21 exprimiert. Die Aufreinigung und Anreicherung des CAP-N Proteins über eine 
Nickel-Agarose-Säule wurde mittels Coomassie-Färbung und Western Blot verfolgt. 
Die CAP-Antikörperherstellung erfolgte im Kaninchen und wurde von der Firma 
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Biogenes durchgeführt. Die erhaltenen CAP-Antiseren wurden gegen das 
rekombinante CAP-N Protein affinitätsgereinigt. 
 
Abbildung 10 Kodierende Sequenzen der CAP-Isoformen  
Die Sequenzregion, die für die Herstellung der polyklonalen CAP-Antiseren genutzt wurde, ist rot 
hervorgehoben.  
Die Spezifität der affinitätsgereinigten CAP-Antiseren testete ich zum einen mit einem 
Western Blot (Abbildung 11B) und zum anderen mit Immunfärbungen an 
wildtypischen und CAP mutanten Embryonen (Abbildung 15). Für den Western Blot 
verwendete ich Proteinextrakte adulter Fliegen der beiden CAP-Mutanten CAP42b 
und CAP49e und Proteinextrakte der CAP-RNAi Linie #30506 gekreuzt mit der 
ubiquitären Treiberlinie daGal4. Als Kontrolle nutzte ich Proteinextrakte adulter 
Fliegen des Referenzstammes w1118. Für die Kontrolle des RNAi-Versuchs wurden 
white-RNAi Fliegen mit daGal4 gekreuzt. Zudem verwendete ich als zweite 
Kontrolllinie auch adulte Proteinextrakte der FlyTrap CAP::GFP Linie, da diese 
Fliegen genutzt wurden, um die beiden CAP-Mutanten CAP42b und CAP49e zu 
erzeugen (siehe Kapitel 3.2.3; Bharadwaj et al., 2013). Wie man dem Western Blot in 
der Abbildung 11B entnehmen kann, ist in den beiden CAP-Mutanten im Vergleich zu 
den Kontrollen kein CAP-Protein mehr detektierbar. Des Weiteren zeigt im Vergleich 
zur genutzten Kontrolle auch die transkriptionelle Herunterregulierung von CAP mit 
Hilfe der verwendeten CAP-RNAi Linie einen deutlichen Verlust des CAP-Proteins 
um bis zu 90 %. 
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Abbildung 11 CAP-Antikörper 
(A) CAP-Proteindomänen sind exemplarisch dargestellt (oben). Zudem ist die CAP-N/E Isoform, deren 
Sequenz für die Antiserum-Herstellung verwendet wurde, mit den Proteindomänen gezeigt (unten). (B) 
Proteinextrakte adulter Fliegen der aufgeführten Genotypen wurden mit anti-CAP und anti-H2A 
(Ladekontrolle) immungeblottet. Der Western Blot zeigt die Spezifität des Antikörpers und die 
Validierung, der in dieser Arbeit verwendeten Fliegenlinien. Die Bande der CAP-N/E Isoform 
(35,5 kDa) ist markiert. 
In Übereinstimmung mit kürzlich veröffentlichten Daten (Bharadwaj et al., 2013) 
konnte ich mit den in dieser Arbeit hergestellten polyklonalen Antiseren, CAP in den 
Muskelanheftungsstellen (MAS), den chordotonalen Organen und im embryonalen 
Dorsalgefäß nachweisen (Abbildung 12). Ein Ziel meiner Arbeit war es die 
Proteinexpression von CAP im Dorsalgefäß genauer zu beschreiben. Diesbezüglich 
führte ich Doppelfärbungen mit einem Antikörper gegen CAP und den Zellmarker 
Tubulin durch. Dadurch konnte ich zeigen, dass CAP embryonal in den Kardioblasten 
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lokalisiert ist (Abbildung 12A; der Herzbereich ist vergrößert dargestellt). In Abbildung 
12B ist zu sehen, dass CAP innerhalb der Kardioblasten in der Peripherie nahe der 
Zellmembranen lokalisiert ist. Eine hohe Konzentration des CAP-Proteins ist vor 
allem an der luminalen Membranseite zu finden. 
 
Abbildung 12 CAP ist im Dorsalgefäß lokalisiert.  
(A-D) Immunfärbungen an Wildtyp-Embryonen (w1118) gefärbt mit anti-CAP. Maßstab: 10 µm. (A) Die 
Doppelfärbung von CAP und dem Zellmarker Tubulin zeigt, dass CAP embryonal ausschließlich in den 
Kardioblasten (*) lokalisiert ist. Gezeigt ist der Herzbereich. (B) Dargestellt ist die Proteinexpression 
von CAP in den Kardioblasten (nur der Herzbereich gezeigt). Die Membranbereiche sind 
gekennzeichnet: lateral (Pfeilköpfe), abluminal (Doppelpfeil) und luminal (Pfeile). (C,D) CAP 
Expression an den Muskelanheftungstellen (C) und einem chordotonalen Organ (Doppelfärbung mit 
βPS1 Integrin) (D). Maßstab: 2 µm. (E) Die Expression von CAP im adulten Dorsalgefäß ist unter 
Verwendung der FlyTrap Linie CAP::GFP dargestellt. Ein Pfeil markiert die Expression in den 
Perikardialzellen. Ein Pfeilkopf markiert die Expression im Zellkern der Kardiomyozyten. 
Maßstab: 100 µm. 
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Wie die CAP::GFP FlyTrap-Linie zeigt, ist CAP auch im adulten Dorsalgefäß 
nachweisbar. Interessanterweise kann CAP im adulten Dorsalgefäß im Zellkern der 
Kardiomyozyten sowie auch in den Perikardialzellen detektiert werden (Abbildung 
12E). Eine genaue Beschreibung der Proteinexpression von CAP im larvalen und 
adulten Dorsalgefäß erfolgt im Kapitel 3.2.9. Zusammengefasst zeigen meine Daten, 
dass CAP während der gesamten Entwicklung von Drosophila im Dorsalgefäß 
exprimiert ist. 
3.2.3 Der Verlust der CAP Funktion führt zu einer anomalen Anzahl und zu 
Anordnungsdefekten der Kardioblasten  
Um die Rolle von CAP während der Herzentwicklung zu untersuchen, analysierte ich 
die zwei molekular charakterisierten mutanten CAP Allele CAP42b und CAP49e 
(Bharadwaj et al., 2013). Beide Linien wurden durch P-Element Mobilisierung, die in 
einer 2763 bp C-terminalen Deletion (CAP42b) und einer 2972 bp C-terminalen 
Deletion (CAP49e) resultierte, hergestellt. Dabei wurden Bereiche der 
SH3 kodierenden Exone, die für Protein-Protein-Interaktionen wichtig sind, deletiert 
(Abbildung 13A). Durch Sequenzierung (Daten nicht gezeigt), Western Blot Analyse 
(Abbildung 11B) und Immunfärbungen (Abbildung 15) konnte ich den loss-of-function 
Charakter beider Allele verifizieren. Jedoch ist hierbei zu beachten, dass die 
CAP-Antiseren gegen die CAP-N/E Isoformen hergestellt wurden und diese nur den 
C-terminalen Bereich, den fast alle Isoformen gemein haben, detektieren. Die CAP-P 
Isoform und mögliche verkürzte CAP-Proteine können demnach nicht nachgewiesen 
werden (siehe Diskussion 4.2.2.1.1).  
Zur Analyse des embryonalen Dorsalgefäßes nutzte ich zunächst den anti-Mef 
Antikörper, der die Zellkerne aller Kardioblasten anfärbt. Im Wildtyp wandern die 
bilateral angelegten Zellreihen der Herzvorläuferzellen aufeinander zu und die 
kontralateralen Kardioblasten fusionieren an der dorsalen Mittellinie. Ich konnte 
zeigen, dass die CAP-Mutanten im Embryonalstadium 16/17 in 63 % (CAP49e) und 
64 % (CAP42b) Anordnungsdefekte der Kardioblasten aufzeigen (Tabelle 16). Die 
Anordnungsdefekte treten auch zu einem gewissen Prozentsatz in wildtypischen 
Fliegen auf, jedoch sind die Defekte in CAP-Mutanten stark erhöht. 
Interessanterweise konnte ein deutlicher Anordnungsdefekt auch mit der 
transkriptionellen Herunterregulierung mittels CAP-RNAi und der S59Mef2Gal4 
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Treiberlinie erzielt werden (Tabelle 16). Demnach konnten die Anordnungsdefekte mit 
zwei unabhängigen Systemen (RNAi und mutante Allele) gezeigt werden. 
Tabelle 16 Quantifizierung des CAP Herzphänotyps 
 
Die unter Herzdefekte vermerkten Daten beziehen sich auf die durch Einzelfärbungen mit anti-Mef 
detektierten Anordnungsdefekte der Kardioblasten. 
[1] Daten wurden freundlicher Weise von Dr. I. Reim (Friedrich-Alexander-Universität 
Erlangen-Nürnberg) zur Verfügung gestellt. n.d. Daten wurden nicht erhoben.  
Um die Frage zu klären, ob es sich dabei nur um Anordnungsdefekte oder sogar eine 
Erhöhung der Zahl der Kardioblasten handelt, habe ich Doppelimmunfärbungen 
durchgeführt. Im Wildtyp besteht jedes Hemisegment des Dorsalgefäßes aus 
6 Kardioblasten, von denen zwei Kardioblasten Seven up und vier Tinman 
exprimieren. Für meinen Versuch nutzte ich neben dem anti-Mef auch den anti-Doc 
Antikörper, der nur die Seven up exprimierenden Kardioblasten anfärbt. Vergleicht 
man die CAP-Mutanten mit der Kontrolllinie, so ist neben Anordnungsdefekten auch 
eine leichte Erhöhung der Zellzahl der Kardioblasten zu erkennen (Abbildung 
13B,C,D). Der Anstieg der Zellzahl ist dabei nicht uniform, sondern auf vereinzelte 
Hemisegmente beschränkt. Dabei war vor allem eine Erhöhung der Tinman 
exprimierenden Kardioblasten um bis zu sechs oder acht Zellen im betroffenen 
Hemisegment nachweisbar (Tabelle 16). Es konnten auch vereinzelt mehr Doc/Svp 
positive Kardioblasten verzeichnet werden (Tabelle 16). Die Zunahme der 
Kardioblastenzellzahl führt zu einem Phänotyp, in dem drei oder mehr Kardioblasten 
statt der zwei kontralateralen Kardioblasten einander an der dorsalen Mittellinie 
treffen.  
Um die Möglichkeit sekundärer Mutationen als Erklärung für diesen Effekt 
auszuschließen, verwendete ich eine Defizienzlinie Df(2R)BSC281 auf dem 
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2R Chromosom, bei der unter anderem der gesamte CAP-Genlocus deletiert ist. 
Diese Defizienzlinie heterozygot über CAP42b oder CAP49e reproduziert die 
Fehlanordnung und die anormale Anzahl der Kardioblasten, jedoch in leicht 
geringerer Penetranz als die homozygoten CAP-Mutanten (Tabelle 16; Abbildung 
13E,F). Die Untersuchung der homozygoten Defizienzlinie Df(2R)BSC281 durch 
Dr. I. Reim (Friedrich-Alexander-Universität Erlangen-Nürnberg) zeigte auch den 
beschriebenen Herzphänotyp mit jedoch noch geringerer Penetranz als die 
heterozygoten CAP-Mutanten über der Defizienzlinie (Tabelle 16; siehe Diskussion 
4.2.2.1.1).  
Darüber hinaus konnte ich den Phänotyp der CAP-Mutanten durch Überexpression 
eines UAS-CAP-C-Konstruktes mit der Kardioblasten-spezifischen Treiberlinie 
tincΔ4Gal4 (Tabelle 16; Abbildung 13G) supprimieren.  
 
Abbildung 13 CAP-Mutanten weisen Defekte in der Anzahl und in der Anordnung der 
Kardioblasten auf.  
(A) Schematische Darstellung des CAP-Proteins mit den Proteindomänen und den Deletionen der 
CAP-Mutanten CAP42b und CAP49e. Doppelimmunfärbungen mit anti-Mef (rot) und anti-Doc (grün). (B) 
Wildtypkontrolle, (C) CAP42b, (D) CAP49e, (E) CAP42b über der Defizienzlinie Df(2R)BSC281 (F) CAP49e 
über der Defizienzlinie Df(2R)BSC281 und (G) Suppression des CAP49e Phänotyps durch CAP 
Überexpression mit tinC∆4Gal4. Erhöhte Anzahl der Tinman exprimierenden Kardioblasten (Pfeile). 
Erhöhte Anzahl der Dorsocross exprimierenden Kardioblasten (Pfeilköpfe). Das anteriore Ende des 
Dorsalgefäßes ist nach links ausgerichtet. Maßstab: 10 µm. 
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Somit wird deutlich, dass CAP für die Herzmorphogenese eine wichtige Rolle spielt. 
Um die Funktionsweise von CAP zu untersuchen, waren weiterführende Analysen 
auf genetischer, molekularer und ultrastruktureller Ebene erforderlich.  
3.2.4 CAP ist essentiell für die Herzlumenbildung 
Durch ultrastrukturelle Analysen können Defekte an den Zell-Zellkontakten und im 
Lumen untersucht werden. In Semidünnschnitten und elektronenmikroskopischen 
Untersuchungen an Feinschnitten des embryonalen Dorsalgefäßes analysierte ich 
die Zellform der Kardioblasten und das Herzlumen.  
In Wildtyp-Embryonen treffen sich die beiden kontralateralen Kardioblasten an der 
dorsalen Mittellinie und bilden zwischen sich wie in Abbildung 14A und B (Kontrolle) 
dargestellt ein Lumen aus. In den beiden CAP-Mutanten konnte ich im Vergleich zu 
der Wildtyp-Kontrolle einen Defekt in der Ausbildung des Herzlumens beobachten 
(Abbildung 14A (CAP49e) und B (CAP49e und CAP42b)). In den seriellen 
Semidünnschnitten in Abbildung 14A (CAP49e) und den Ultradünnschnitten in 
Abbildung 14B (CAP49e und CAP42b) ist zu sehen, dass zwar luminale Bereiche 
ausgebildet werden, diese jedoch im Vergleich zur Kontrolle weitaus kleiner sind. 
Dieser Herzlumenphänotyp konnte in zwei von drei CAP49e-Embryonen und sechs 
von zehn CAP42b-Embryonen nachgewiesen werden, während alle fünf 
Kontrollembryonen ein normales Herzlumen aufwiesen.  
Es stellte sich die Frage, ob der beobachtete Herzlumenphänotyp auf die Bereiche 
der fehlangeordneten Kardioblasten begrenzt ist. Um dieser Frage nachzugehen, 
habe ich serielle Semidünnschnitte durchgeführt und konnte nachweisen, dass die 
gestörte Lumenbildung nicht nur konsistent den gesamten Herzschlauch betrifft, 
sondern auch unabhängig von den beobachteten fehlangeordneten Kardioblasten 
auftritt (Abbildung 14A; CAP49e). Dabei konnte ich Herzlumendefekte sowohl in 
Bereichen mit drei kontralateralen Kardioblasten (Abbildung 14A-2‘; drei verkleinerte 
luminale Bereiche durch Pfeile gekennzeichnet) als auch in Bereichen, in denen zwei 
kontralaterale Kardioblasten aufeinandertreffen, detektieren (Abbildung 14A-9‘; Pfeil 
markiert verkleinertes Herzlumen). 
Die Abbildung 14B zeigt Ultradünnschnitte der Kontrolle sowie der beiden 
CAP-Mutanten. Dabei sind in der CAP49e-Mutante drei Kardioblasten und in der 
CAP42b-Mutante zwei Kardioblasten sichtbar. Diese Darstellung ist jedoch 
exemplarisch und kein weiteres phänotypisches Merkmal. Vielmehr zeigen die 
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Ultradünnschnitte der beiden Mutanten nochmals, dass die beobachteten 
Lumendefekte nicht nur in Bereichen fehlangeordneter Kardioblasten auftreten, 
sondern auch zwischen zwei Kardioblasten nachweisbar sind. 
Abbildung 14 CAP ist wichtig für die Herzlumenbildung. 
(A) Lichtmikroskopische Aufnahmen von seriellen Semidünnschnitten durch ein Wildtyp-Herz (1-6)
und ein CAP49e-Herz (1‘-9‘). In der Wildtypkontrolle sind die zwei kontralateralen Kardioblasten mit
einer schwarzen gestrichelten Linie hervorgehoben. Das Herzlumen ist durch einen Pfeil markiert. In
der CAP49e-Mutante ist die Herzlumenregion durchgehend durch Pfeile markiert. Zu beachten ist
hierbei, dass die Herzlumenregion in den CAP49e mutanten Embryonen viel kleiner ist oder sogar fehlt
(7‘).Teilweise sind mehr als zwei Kardioblasten sichtbar (5‘). Alle dargestellten Semidünnschnitte
wurden im Herz des Dorsalgefäßes aufgenommen. Maßstab: 10 µm. (B)
Transmissionselektronenmikroskopie von Ultradünnschnitten im Herz der wildtypischen Kontrolle und
der zwei CAP-Mutanten CAP49e und CAP42b. Die schematischen Darstellungen auf der rechten Seite
jedes Genotyps illustrieren exemplarisch die beobachteten Herzlumenphänotypen. Zu beachten ist
auch hier, dass in beiden CAP-Mutanten nur ein sehr kleines Herzlumen vorhanden ist. Die
dargestellten Ultradünnschnitte wurden im Herz des Dorsalgefäßes aufgenommen. CB  Kardioblast;
N Zellkern; L Lumen; rote gepunktete Linie zeigt das Lumen mit der L-Domäne; blaue gestrichelte
Linie markiert die adhäsiven J-Domänen. Maßstab: 2 µm.
Doch wodurch wird der verkleinerte Lumenphänotyp hervorgerufen? Medioni et al. 
(2008) postulierten, dass für die Lumenbildung die Begrenzung der adhäsiven 
J-Domänen in Verbindung mit Zellformänderungen der Kardioblasten die treibenden
Kräfte sind. So bilden slit/robo-Mutanten beispielsweise Zellkontakte entlang der
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gesamten Kontaktseite aus (Albrecht et al., 2011; Medioni et al., 2008; Santiago-
Martínez et al., 2008). Betrachtet man die dorsalen und ventralen adhäsiven 
J-Domänen der beiden CAP-Mutanten im Vergleich mit dem Wildtyp, so scheinen die 
Kontaktbereiche in den Mutanten normal ausgeprägt zu sein (Abbildung 14B; blaue 
gestrichelte Linie).  
Wie bereits erwähnt, spielen bei der Lumenbildung auch die Zellformveränderungen 
eine wichtige Rolle. Wie in der Abbildung 14B (Kontrolle) ersichtlich ist, weisen die 
Kardioblasten im Wildtyp eine Sichelform auf. Nachdem die Kardioblasten zwischen 
sich das Lumen ausgebildet haben, kommt es zu einen Wachstum der Kardioblasten 
und einer damit verbundenen Vergrößerung des Lumens. Vergleicht man die Zellform 
der Kardioblasten der CAP-Mutanten mit dem Wildtyp, so stellt man fest, dass die 
Kardioblasten der CAP-Mutanten anstelle der typischen Sichelform eher eine 
Halbmondform aufweisen. Neben dem Größenwachstum des Lumens scheint vor 
allem die Krümmung der luminalen Membran gestört zu sein (Abbildung 14B, rote 
gepunktete Linie). Dennoch konnte ich eine basale Membran in der luminalen 
Domäne der Kardioblasten auch in beiden Mutanten nachweisen (Abbildung 15). Der 
beobachtete Lumenphänotyp führt zu der Frage, ob die Polarisierung der 
Kardioblasten an der luminalen Membrandomäne normal ausgeprägt ist. 
 
Abbildung 15 Die basale Membran der luminalen Domäne des Dorsalgefäßes ist in CAP-
Mutanten vorhanden.  
TEM-Aufnahmen der Ultradünnschnitte von Embryonen in Stadium 16/17. In 
Wildtypkontrollembryonen und beiden homozygot mutanten CAP-Linien ist eine Basalmembran in der 
luminalen Domäne sichtbar (Pfeile). Maßstab: 200 nm.  
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3.2.5 Die Polarität der Kardioblastenmembran an der luminalen Domäne ist in 
CAP-Mutanten unverändert 
Ein sehr ähnlicher Herzlumendefekt, wie ich ihn bei den beiden CAP-Mutanten 
beobachten konnte, ist bereits bei einem Funktionsverlust von Proteinen des Integrin-
Signalwegs, als auch des Robo/Slit-Signalwegs bekannt (MacMullin und Jacobs, 
2006; Vanderploeg et al., 2012). In diesen Mutanten wurde gezeigt, dass die Polarität 
der Kardioblastenmembran verändert ist. Um zu klären, ob dies auch in 
CAP-Mutanten der Fall ist, untersuchte ich die Verteilung luminaler Proteine in 
Wildtyp und CAP49e-Mutanten.  
In Wildtyp-Embryonen ist das zytoplasmatische CAP-Protein in der Peripherie an der 
abluminalen, lateralen und luminalen Kardioblastenmembran lokalisiert (Abbildung 
16A,A‘,G,G‘). Der luminale Marker Slit ist als Ligand der Roborezeptoren im Wildtyp 
vor allem extrazellulär in der luminalen Domäne lokalisiert (Abbildung 16B,B‘) und 
ko-lokalisiert dort zytologisch mit CAP (Abbildung 16C,C‘). In CAP49e-Mutanten ist 
kein CAP-Protein mehr nachweisbar (Abbildung 16D,D‘,J,J‘). Das bestätigt nochmals 
die Spezifität des produzierten CAP-Antikörpers. Obwohl Slit auch in der 
CAP-Mutante weiterhin richtig lokalisiert ist, scheint seine Verteilung diffuser zu sein, 
als in der Wildtyp-Kontrolle und ein Lumen ist nicht mehr klar erkennbar (Abbildung 
16E,E‘,F,F‘).  
Des Weiteren analysierte ich die Verteilung des Transmembranrezeptors 
βPS1 Integrin. Im Wildtyp ist βPS1 Integrin sehr abundant in der luminalen, aber 
auch in der abluminalen Kardioblastenmembran lokalisiert (Abbildung 16H,H‘), wo 
βPS1 Integrin auch zytologisch mit CAP ko-lokalisiert (Abbildung 16I,I‘). In den 
CAP49e-Mutanten ist βPS1 Integrin zwar auch in der luminalen und abluminalen 
Membran der Kardioblasten lokalisiert, aber ähnlich wie bei Slit erscheint die 




Abbildung 16 Die Verteilung der luminalen Marker Slit und βPS1 Integrin ist diffuser in CAP-
Mutanten als im Wildtyp. 
Doppelimmunfärbungen von Embryonen des Stadiums 16/17 mit CAP (rot) und Slit (grün) in A-F 
sowie CAP (rot) und βPS1 Integrin (grün) in G-L. Die DNA der Zellkerne ist mit Hoechst (blau) 
angefärbt. In (A,B,C,G,H,I) ist das Herz von Wildtyp-Embryonen gezeigt. Das Herz von 
CAP49e-Embryonen ist in (D,E,F,J,K,L) dargestellt. Die Schnittebenen der zugehörigen Z-Ebenen 
(A‘-I‘) sind durch eine gestrichelte Linie markiert. Für Details bezüglich der Z-Ebenen siehe Materialen 
und Methoden 2.2.5. Maßstab: 10 µm. 
Weitere Doppelimmunfärbungen der Wildtypkontrolle und der beiden CAP-Mutanten 
mit anti-Mef und anti-Slit sowie anti-Mef und anti-βPS1 Integrin bestätigten die diffuse 
Verteilung der Proteine (Abbildung 17). In der Wildtypkontrolle sieht man die 
Lokalisation von Slit an der luminalen Kardioblastenmembran und auch 
βPS1 Integrin ist luminal und schwächer auch abluminal lokalisiert. Betrachtet man 
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die CAP-Mutanten, so scheint die Polarität der Kardioblastenmembran generell 
normal zu sein, da sowohl Slit als auch βPS1 Integrin normal lokalisiert sind. 
Dennoch gibt es Polaritätsprobleme der Kardioblastenmembran, die in dem diffusen 
Erscheinungsbild der luminalen Marker sichtbar werden. Dabei ist in den beiden 
CAP-Mutanten sichtbar, dass vor allem in Bereichen von fehlangeordneter 
Kardioblasten die Slit als auch βPS1 Integrin Verteilung diffuser erscheint. (Abbildung 
17, weiße Pfeile).  
Abbildung 17 Slit und βPS1 Integrin Verteilung in CAP-Mutanten. 
Doppelimmunfärbungen von Dorsalgefäßen später Embryonen (Stadium 16/17) mit Mef (rot) und Slit 
(grün) oder βPS1 Integrin (grün) (gezeigt wird nur das Herz). Im Vergleich zur wildtypischen Kontrolle 
(A,D) sind Slit und βPS1 Integrin in der CAP49e-Mutante (B,E) und der CAP42b-Mutante (C,F) normal 
lokalisiert, jedoch vor allem in Bereichen fehlangeordneter Kardioblasten diffuser verteilt (Pfeile). 
Maßstab: 10 µm. 
Zusammenfassend stelle ich fest, dass die Polarisation der Kardioblastenmembran 
immer noch vorhanden ist, dabei aber die Verteilung der luminalen Polaritätsmarker 
Slit und βPS1 Integrin in CAP-Mutanten weniger diskret ist. Dies steht auch im 
Einklang mit den Beobachtungen der TEM-Mikroskopie Experimente, in denen ich 
zeigen konnte, dass das Fehlen eines normalen Lumens konsistent entlang der 
gesamten Länge des Dorsalgefäßes und unabhängig von fehlangeordneten 
Kardioblasten ist (Abbildung 14A). Allerdings konnte ich auch zeigen, dass in dem 
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kleinen Lumen der CAP-Mutanten eine luminale Basalmembran vorhanden ist 
(Abbildung 15). 
3.2.6 CAP interagiert mit Komponenten des Integrin-Signalwegs während der 
Herzentwicklung 
CAP ist ein fokales Adhäsionsprotein, das mit den C-terminalen SH3-Domänen an 
Vinculin und Paxillin binden kann, während die N-terminale Region an das 
Aktinzytoskelett bindet. Es gibt Hinweise, dass CAP dadurch als Verbindung 
zwischen dem Aktinzytoskelett und den fokalen Adhäsionen dient und wichtig für die 
Stabilität der fokalen Adhäsionskontakte ist (Zhang et al., 2006). Eine neue Studie 
über die Rolle von CAP an den Muskelansatzstellen konnte zeigen, dass CAP mit 
dem Integrin-Signalweg interagiert (Bharadwaj et al., 2013). Die zytologische 
Ko-Lokalisation von CAP und βPS1 Integrin im embryonalen Dorsalgefäß legt die 
Frage nahe, ob CAP mit Integrin-Signalkomponenten auch während der 
Herzentwicklung interagiert. In diesem Zusammenhang konnte ich zeigen, dass 
bereits im Embryonalstadium 14 eine zytologische Ko-Lokalisation der beiden 
Proteine CAP und βPS1 Integrin in den migrierenden Herzvorläuferzellen 
nachweisbar ist (Abbildung 18).  
 
Abbildung 18 Ko-Expression von CAP und βPS1 Integrin im Embryonalstadium 14. 
Doppelimmunfärbungen mit CAP (rot) (A) und βPS1 Integrin (grün) (A‘) in den migrierenden 
Herzvorläuferzellen (hc). βPS1 Integrin ist zudem auch in der Amnioserosa (as) und der Leading edge 
(LE) exprimiert (A‘). Die DNA der Zellkerne ist mit Hoechst angefärbt. (A‘‘) Die zytologische 
Ko-Lokalisation von CAP und βPS1 Integrin in den migrierenden Herzvorläuferzellen (hc) ist gezeigt. 
Maßstab: 10 µm. 
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Diese zytologische Ko-Lokalisation ist bis zum Ende der Embryogenese und darüber 
hinaus auch im larvalen und adulten Dorsalgefäß zu beobachten (siehe Abbildung 
24A und Abbildung 25C). In der Arbeit von Bharadwaj et al. (2013) wurde bereits die 
genetische Interaktion von CAP mit Vinculin an den Muskelansatzstellen gezeigt. In 
der gleichen Arbeit wurde auch eine massenspektroskopische Analyse durchgeführt, 
bei der unter anderem Talin als ein möglicher weiterer Interaktionspartner identifiziert 
wurde. Um zu testen, ob CAP auch mit Genen des Integrin-Signalwegs während der 
Bildung des Dorsalgefäßes interagiert, untersuchte ich die genetische Interaktion von 
CAP mit dem αPS3 Integrinrezeptor (kodiert durch das Gen scb), und Talin (kodiert 
durch das Gen rhea), einem zytoplasmatischen Effektor des Integrin-Signalweges. 
Frühere Studien zeigten, dass heterozygote Mutanten des αPS3 Integrinrezeptors 
(scb2) eine normale Herzentwicklung aufweisen (Vanderploeg et al., 2012). 
Heterozygote CAP49e-Mutanten zeigen auch keine zusätzlichen oder 
fehlangeordneten Kardioblasten (Abbildung 19A).  
 
Abbildung 19 CAP interagiert mit scb und rhea während der Entwicklung des Dorsalgefäßes. 
Doppelimmunfärbungen der Kardioblasten mit anti-Mef (rot) und anti-Doc (grün). (A) Heterozygote 
Embryonen für CAP zeigen keine Herzdefekte. Sowohl die Kardioblastenanzahl als auch die 
Anordnung der Kardioblasten ist wildtypisch. (B) In Embryonen transheterozygot für CAP und für das 
Gen für αPS3 Integrin (scb2) ist die Anzahl der Kardioblasten erhöht (Pfeil) und teilweise auch die 
Anordnung verändert. Mehrheitlich sind die Tinman exprimierenden Kardioblasten von der 
Zellzahlerhöhung betroffen. (C) Ein ähnlicher Phänotyp ist sichtbar in transheterozygoten Embryonen 
für CAP und für das Gen, das für Talin (rhea1; Pfeil) kodiert. Anterior ist links. Maßstab: 10 µm. 
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Allerdings konnte ich in transheterozygoten Mutanten von CAP49e und scb2 sowie 
CAP49e und rhea1 einen ähnlichen, wenn auch schwächer ausgeprägten Phänotyp 
wie in homozygoten CAP-Mutanten beobachten (Abbildung 19B,C). Dies zeigt, dass 
CAP mit scb und rhea während der Herzentwicklung interagiert. 
3.2.7 CAP mutante Fliegen weisen Defekte in der Herzfunktion auf  
Meine bisherigen Untersuchungen der CAP Funktion waren vor allem darauf 
ausgerichtet zu verstehen, welche Rolle CAP bei der embryonalen Herzentwicklung 
spielt. Am Ende der Embryogenese beginnt das Dorsalgefäß die Hämolymphe zu 
pumpen und es kommt während der Larven- und Puppenstadien zu Umbildungen 
des Dorsalgefäßes. Es stellte sich also die Frage, inwieweit sich ein Funktionsverlust 
von CAP auf die weitere Entwicklung und Funktion des Dorsalgefäßes auswirkt. 
Dafür untersuchte ich die Herzfunktion auf zwei verschiedene Arten. Zuerst 
überprüfte ich, ob die Kontraktilität des Dorsalgefäßes beeinträchtigt ist. Dafür 
analysierte ich an lebenden wildtypischen und CAP49e mutanten L3-Larven die 
Kontraktilität des larvalen Dorsalgefäßes.  
Für die Darstellung des Dorsalgefäßes in vivo nutzte ich die HandC3.1GFP 
Reporterlinie (Sellin et al., 2006). In L3-Larven ist die Aorta vom Herz durch ein 
internes Klappenpaar getrennt. In den Live-Videoaufnahmen fokussierte ich auf den 
Bereich um das interne Klappenpaar und analysierte die systolischen und 
diastolischen Bewegungen der Herzzellwände. Darüber hinaus untersuchte ich auch 
die Bewegungen der internen Herzklappe.  
In Wildtyp-Larven folgt der Herzschlag einem regelmäßigen Rhythmus und die 
systolischen und diastolischen Bewegungen der Herzzellwände sind deutlich zu 
sehen. Während der Diastole bleibt das interne Klappenpaar geschlossen und die 
Hämolymphe sammelt sich im Herz. In der darauffolgenden systolischen Phase 
kontrahieren die Herzzellwände, das interne Klappenpaar öffnet sich und die 
Hämolymphe wird in die Aorta gepumpt (Abbildung 20B; Film S1 siehe Anhang).  
Bei den Analysen der CAP mutanten L3-Larven konnte ich bei etwa 60 % der Larven 
eine Veränderung der Bewegungen der Herzzellwände zeigen. Sowohl die 
systolischen als auch die diastolischen Bewegungen waren im Vergleich zur Wildtyp-
Kontrolle deutlich reduziert, woraus sich eine reduzierte systolische 
Verkürzungsfraktion (fractional shortening) ergab (Abbildung 20A, B; Film S2 siehe 
Anhang). Die Funktionsweise des internen Klappenpaars war dabei normal.  
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Eine mögliche Erklärung wäre, die reduzierte Kontraktilität beruht darauf, dass in 
60 % der CAP-Mutanten die Ausbildung eines funktionalen Herzsynzytiums mit 
regelmäßiger Systole und Diastole gestört ist.  
 
Abbildung 20 CAP ist wichtig für eine normale Herzfunktionalität.  
Die Herzkontraktionen von lebenden L3-Larven, die eine HandC3.1GFP Reporterlinie tragen, wurden 
aufgezeichnet. Dabei wurde immer der Bereich des internen Klappenpaars zwischen Aorta und Herz 
gewählt. (A) Die Herzkontraktionen als prozentuale systolische Verkürzungsfraktion 
(fractional shortening; FS in %; siehe 2.2.3.5) sind bei den CAP49e-Mutanten gegenüber dem Wildtyp 
deutlich reduziert. Fehlerbalken zeigen die Standardabweichung (SD). (B) Exemplarisch für 
Wildtyp-und CAP49e-Mutanten sind der systolische und diastolische Herzzellwanddurchmesser 
dargestellt. Ein kontralaterales Kardioblastenpaar ist zur Visualisierung der Kontraktionsbewegungen 
markiert (gestrichelte Kreise). Die Doppelpfeile illustrieren den Durchmesser der Herzzellwände in der 
Systole bzw. in der Diastole. Im Vergleich zum Wildtyp ist die Kontraktilität der CAP49e mutanten 
Dorsalgefäßes stark reduziert.  
Als zweiten Ansatz, und um zu überprüfen, ob ähnliche Defekte nach der puppalen 
Remodellierung des Dorsalgefäßes auch im adulten Dorsalgefäß auftreten, 
untersuchte ich späte Puppen, bei denen die Umstrukturierungen schon erfolgt sind. 
Das kardiale Pumpvermögen analysierte ich mit einem semi-quantitativen System, 
bei dem ein Fluoreszenzfarbstoff in das Abdomen der Puppe injiziert wurde 
(Abbildung 21A; Drechsler et al., 2013). In Wildtyp-Puppen wird der 
Fluoreszenzfarbstoff durch das Dorsalgefäß in den Kopfbereich gepumpt und 
akkumuliert dort (Abbildung 21B,C). Die Farbstoffakkumulation im Kopfbereich wurde 
in Form der durchschnittlichen Pixelintensität über sieben Messzeitpunkte ermittelt 




Abbildung 21 Der Verlust von CAP führt zu einer Reduzierung des kardialen Pumpvermögens. 
(A) Schema der Farbstoffinjektionsmethode in späten Puppen. Der fluoreszente Farbstoff wird in das 
Abdomen später Puppen injiziert und im Wildtyp durch das Dorsalgefäß in den Kopf gepumpt. (B) Das 
kardiale Pumpvermögen ist für wildtypische Kontrollfliegen und die beiden Mutanten CAP42b und 
CAP49e dargestellt. Fehlerbalken zeigen die Standardabweichung (SD). (C) Die Farbstoffakkumulation 
über die sieben gemessenen Zeitpunkte ist exemplarisch für jeden Genotyp dargestellt. Die 
Kopfregion ist mit einer gestrichelten Linie markiert. Die reduzierte Akkumulation des fluoreszierenden 
Farbstoffes in der Kopfregion bei beiden Mutanten CAP42b und CAP49e ist im Vergleich zur normalen 
Anreicherung des Farbstoffes im Wildtyp gezeigt. Anterior ist oben. 
In Übereinstimmung mit dem Kontraktionsphänotyp der L3-Larven, zeigten vier von 
sieben CAP42b mutanten und vier von sechs CAP49e mutanten Puppen ein stark 
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verringertes kardiales Pumpvermögen (Abbildung 21B,C). Diese Beobachtung deutet 
ebenfalls auf Kontraktionsprobleme in dem Dorsalgefäß später Puppen hin. 
Zusammengefasst untermauern diese Daten, meine Hypothese, dass CAP eine 
Rolle bei der Ausbildung eines funktionalen Herzsynzytiums spielt. 
3.2.8 CAP mutante Fliegen haben eine verkürzte Lebensdauer 
Es ist bekannt, dass eine Beeinträchtigung der Herzfunktion eine reduzierte 
Lebenserwartung zur Folge haben kann (Melkani et al., 2011; Neely et al., 2010). Im 
Vergleich mit der Wildtyp-Kontrolle zeigen CAP-Mutanten eine Zunahme der 
embryonalen Letalität um etwa 10 %. Dennoch sind beide getesteten CAP-Mutanten 
(CAP42b und CAP49e) homozygot lebensfähig als adulte Fliegen.  
Bei einer Analyse der Lebensdauer (siehe Materialien und Methoden 2.2.3.3) konnte 
ich eine verkürzte Lebensdauer der CAP-Mutanten im Vergleich zu Wildtyp-Fliegen 
feststellen (Abbildung 23A).  
Um auszuschließen, dass der CAP Verlust in anderen CAP exprimierenden 
Geweben und Organen einen Einfluss auf die Lebensdauer hat, wiederholte ich den 
Lebensdauertest mit einem spezifischen RNAi-Knockdown von CAP im Dorsalgefäß. 
Dafür testete ich zunächst alle verfügbaren RNAi-Linien mit der ubiquitären 
Treiberlinie daGal4 bei 25 °C und 29 °C, um die Effizienz des RNAi-Knockdowns der 
verschiedenen Linien durch Western Blot Analyse zu ermitteln (Abbildung 22). Dabei 
zeigte die Linie CAP-RNAi #30506 sowohl bei 25 °C als auch bei 29 °C die beste 




Abbildung 22 Western Blot zur Ermittlung der RNAi-Effizienz der verschiedenen 
UAS-CAP-RNAi-Linien bei 25 °C und 29 °C.  
Proteinextrakte adulter Fliegen der Kreuzungen verschiedener RNAi-Linien mit der daGal4 Treiberlinie 
wurden mit anti-CAP und anti-H2A (Ladekontrolle) immungeblottet. Als Kontrolle wurde white-RNAi (1) 
verwendet. (2) CAP-RNAi #30506, (3) CAP-RNAi #36663, (4) CAP-RNAi #36613, 
(5) CAP-RNAi micro3, (6) CAP-RNAi micro6. 
Anschließend führte ich einen weiteren Lebensdauertest mit der UAS-CAP-RNAi 
Linie 30506 und zwei verschiedenen Treiberlinien durch. Dabei nutzte ich die sehr 
frühe Treiberlinienkombination twistGal4; how24BGal4, die bereits ab 
Embryonalstadium 6 eine Herunterregulierung von CAP im gesamten Mesoderm und 
später auch im Dorsalgefäß ermöglicht und die Treiberlinienkombination 
tinDGal4; tinCΔGal4, die eine Herunterregulierung von CAP ab Embryonalstadium 10 
im dorsalen und später kardialen Mesoderm erlaubt. Die spezifische 
Herunterregulierung von CAP im Dorsalgefäß führte jedoch bei beiden Linien nicht zu 
einer reduzierten Lebensdauer (Abbildung 23B). Demnach scheint die reduzierte 
Lebensdauer zumindest nicht allein auf den in CAP-Mutanten beobachten Herzdefekt 
zurückzuführen zu sein. 
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Abbildung 23 Lebensdauer von CAP-Mutanten und einer CAP-RNAi-Linie im Vergleich zum 
Wildtyp.  
(A) Der Vergleich der Lebensdauerkurven von der Wildtyp-Kontrolle (w1118) und den homozygoten 
CAP49e und CAP42b mutanten Fliegen zeigt eine verringerte Lebensdauer für beide CAP-Mutanten. 
(B) Die Lebensdauerkurven der Kontrolle und der Herunterregulierung von CAP mit der Linie 
UAS-CAP-RNAi #30506 und zwei verschiedenen Treiberlinien weisen keine Unterschiede in der 
Lebensdauer auf. Die rote Linie markiert die Grenze bei der noch 50 % überlebende Fliegen von der 
Ausgangsanzahl vorhanden sind. 
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3.2.9 CAP ist im adulten Dorsalgefäß an den Zell-Zell-Kontaktstellen und den 
Z-Scheiben der Sarkomere lokalisiert
Die beobachteten Kontraktionsstörungen des larvalen und puppalen Dorsalgefäßes 
führten zu der Frage nach der Lokalisation des CAP-Proteins im larvalen und adulten 
Dorsalgefäß und ob Defekte in der Anatomie des Dorsalgefäßes feststellbar sind. Da 
über die Proteinexpression von CAP im larvalen und adulten Dorsalgefäß bisher 
nichts bekannt war, präparierte ich Dorsalgefäße von L3-Larven und adulten Fliegen.  
Abbildung 24 CAP ist im larvalen und adulten Dorsalgefäß exprimiert. 
(A) Doppelimmunfärbungen des Dorsalgefäßes einer L3-Larve der CAP::GFP Linie mit anti-GFP 
(grün) und anti-CAP (rot). CAP ist exprimiert in den Perikardialzellen (Pfeilkopf) und an den
Zell-Zell-Kontaktstellen (Pfeil). Maßstab: 100 µm (B) Doppelfärbungen eines adulten Dorsalgefäßes
des w1118 Referenzstammes. Aktin (rot) und CAP (grün). CAP ist in den zirkulären Myofibrillen
(Pfeilkopf) des Dorsalgefäßes und dem ventralen Longitudinalmuskel (Pfeil) lokalisiert.
Maßstab: 10 µm.
In der L3-Larve ist CAP an den Zell-Zell-Kontaktstellen der Kardiomyozyten sowie in 
den Perikardialzellen detektierbar (Abbildung 24A, siehe auch Abbildung 12 und 
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Abbildung 25). Ich färbte adulte Dorsalgefäße mit CAP und Aktin und konnte so 
nachweisen, dass CAP mit sarkomeren Strukturen in einem gestreiften Muster in 
adulten Kardiomyozyten und dem ventralen longitudinalen Muskel lokalisiert ist 
(Abbildung 24b). Zur genauen Bestimmung der CAP Expression im adulten 
Dorsalgefäß nutzte ich die Z-Scheiben Proteine ZASP und Kettin sowie das an den 
Z-Scheiben und den Zell-Zell-Kontaktstellen lokalisierte βPS1 Integrin als Marker 
(Abbildung 25). 
 
Abbildung 25 CAP lokalisiert im adulten Dorsalgefäß von Drosophila an den 
Zell-Zell-Kontaktstellen und den Z-Scheiben.  
Doppelimmunfärbungen von CAP mit den Z-Scheiben Proteinen Zasp52 (A) und Kettin (B) sowie mit 
βPS1 Integrin (C) sind dargestellt. Sichtbar ist auch die Lokalisation von CAP in den Perikardialzellen. 
(A‘-A’’) Vergrößerte Aufnahme des ventralen longitudinalen Muskels (VLM) gefärbt mit GFP für 
ZASP::GFP (A’) und CAP (A’’). A‘‘‘ zeigt die zytologische Ko-Lokalisation von ZASP (grün) und CAP 
(rot) an den Z-Scheiben (Pfeile) des VLMs. In B‘-B‘‘‘ ist die zytologische Ko-Lokalisation von Kettin 
(grün; Kettin::GFP) und CAP (rot) an den Z-Scheiben der zirkulären Myofibrillen der Kardiomyozyten 
dargestellt (Pfeile). In (C‘-C‘‘‘) ist die zytologische Ko-Lokalisation von βPS1 Integrin (grün) mit CAP 
(rot) an den Z-Scheiben (Pfeile) und den Zell-Zell-Kontaktstellen (Pfeilköpfe) der Kardiomyozyten 
gezeigt. Maßstab: 10 µm. 
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Dadurch konnte ich zeigen, dass CAP im adulten Dorsalgefäß nahe den Zell-Zell-
Kontaktstellen sowie an den Z-Scheiben der Sarkomere und des ventralen 
longitudinalen Muskels lokalisiert ist (Abbildung 25A-A''',B-B''',C-C'''). 
3.2.10 Das adulte Dorsalgefäß von CAP-Mutanten weist fehlangeordnete 
Kardiomyozyten und Veränderungen in der Anordnung der Myofibrillen 
auf 
In dem adulten Dorsalgefäß von Wildtyp-Fliegen sind die kontralateralen 
Kardiomyozyten sehr regelmäßig angeordnet, so dass die Zellkerne der 
Kardiomyozyten sich gegenüberliegen (Abbildung 26A und schematische 
Darstellung). Zudem verlaufen die zirkulären Myofibrillen der Kardiomyozyten in 
einem rechten Winkel zu den Zell-Zell-Kontaktstellen (Abbildung 26A‘-A‘‘). Im 
Vergleich zum Wildtyp konnte ich in den CAP mutanten Dorsalgefäßen Defekte 
nachweisen (Abbildung 26B). Solche Dorsalgefäße weisen vereinzelt 
fehlangeordnete Kardiomyozyten auf (Abbildung 26B; weißer Pfeilkopf und 
schematische Darstellung). Darüber hinaus konnte ich in den Regionen, in denen die 
Anordnungsdefekte der Kardiomyozyten zu beobachten sind, auch Veränderungen in 
der βPS1 Integrin Lokalisation (Abbildung 26B‘, gelbe Pfeilköpfe) und im Verlauf der 
zirkulären Myofibrillen feststellen (Abbildung 26B‘', rote Pfeile). Meine Ergebnisse 
deuten darauf hin, dass die Fehlanordnung der Kardiomyozyten und die Störung der 
Myofibrillenausrichtung eine Ursache für die beobachteten Kontraktionsstörungen 
sein könnten.  
CAP könnte aufgrund seiner komplexen Struktur und der diversen potentiellen 
Protein-Proteininteraktionen die Herzkontraktilität auch anderweitig beeinflussen. Für 
die vollständige Aufklärung der Funktion von CAP im adulten Dorsalgefäß sind 
weiterführende Experimente notwendig (siehe Diskussion), die jedoch über den 
Umfang dieser Arbeit hinausgehen.  
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Abbildung 26 Fehlangeordnete Kardiomyozyten führen in CAP-Mutanten zu Defekten der 
Verlaufsrichtung der zirkulären Myofibrillen.  
Adulte Dorsalgefäße vom Wildtyp (A-A’’) und der CAP42b-Mutante (B-B’’) wurden mit βPS1 Integrin 
(grün), Hoechst (blau) und Phalloidin (rot) für die Visualisierung von Aktin gefärbt. Eine schematische 
Darstellung illustriert zudem die regelmäßige Anordnung der Kardiomyozyten. Zellkerne blau und Zell-
Zell-Kontaktstellen grün markiert. A’-A’’ und B’-B’’ zeigen maximale Projektionen der mit rot 
gestrichelten Kästen markierten Regionen. Im Wildtyp ist βPS1 Integrin an den Z-Scheiben (gelber 
Pfeil) und den Zell-Zell-Kontaktstellen zwischen den kontralateralen Kardiomyozyten (gelbe Pfeilköpfe) 
lokalisiert. Die zirkulären Myofibrillen (rote Pfeile und rote Hilfslinien) sind in einem rechten Winkel zu 
den longitudinalen Zell-Zell-Kontaktstellen angeordnet. Im Vergleich zum Wildtyp zeigen 
CAP42b-Mutanten vereinzelt fehlangeordnete Kardiomyozyten (A; weißer Pfeilkopf) auf. Zudem 
resultiert diese Fehlanordnung in einer unregelmäßigeren Lokalisation von βPS1 Integrin (B‘; gelbe 
Pfeilköpfe) und einem um 90 ° veränderten Myofibrillenverlauf (B‘‘; rote Pfeile und rote Hilfslinien). Die 
Lokalisation von βPS1 Integrin an den Z-Scheiben ist unverändert in CAP42b-Mutanten (B’;  gelber 
Pfeil). Maßstab: 10 µm. 
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4 Diskussion 
4.1 Der in situ Screen identifizierte neue Gene, die im 
embryonalen Dorsalgefäß von Drosophila exprimiert sind 
Um neue Gene zu identifizieren, die während der Entwicklung des Dorsalgefäßes 
von Drosophila eine Rolle spielen, habe ich einen in situ Screen von 
Kandidatengenen durchgeführt, die aus einer Reihe von Genen ausgewählt wurden, 
die spezifisch im Herzen von Zebrafisch exprimiert waren (Phd thesis Florian Priller, 
2011). Die Frage, die sich stellte, war ob die im Zebrafischherzen exprimierten Gene 
auch während der Entwicklung des Dorsalgefäßes von Drosophila eine Rolle spielen 
und demnach potentiell wichtige Gene für die Herzentwicklung darstellen. Von den 
101 getesteten Genen konnte ich zeigen, dass 20 Kandidatengene im embryonalen 
Dorsalgefäß von Drosophila exprimiert sind. Im Vergleich mit der BDGP-Datenbank 
konnte ich alle dort aufgeführten Gene, die im Dorsalgefäß exprimiert sind, 
bestätigen. Zudem führte der von mir durchgeführte in situ Screen zur Aufdeckung 
neuer im Dorsalgefäß exprimierter Gene, da für 17 der 20 Kandidatengene bisher 
noch keine Expressionsdaten im Dorsalgefäß dokumentiert wurden (siehe Tabelle 
15). 
Unter den identifizierten Genen waren mehrere, die für Myosin-bindende Proteine 
kodieren bzw. mit nicht-muskulären Myosin II assoziiert sind. Das nicht-muskuläre 
Myosin II ist ein Hexamer, das aus zwei schweren Ketten Myosin (MHC kodiert durch 
zipper), zwei leichten Ketten Myosin (kodiert durch Mlc-c) und zwei regulatorischen 
leichten Ketten Myosin (MRLC kodiert durch sqh) besteht. Die krafterzeugende 
Aktivität des Aktomyosins wird vor allem durch Phosphorylierung und 
Dephosphorylierung der regulatorischen leichten Kette reguliert. Dabei erfolgt die 
Phosphorylierung unter anderem durch die Ca2+/Calmodulin-abhängige MLC-Kinase, 
die in Drosophila durch das Gen spaghetti squash activator (sqa) kodiert wird. Die 
Inaktivierung des nicht-muskulären Myosin II erfolgt durch Dephosphorylierung der 
MRLC mittels einer Myosin-Phosphatase (Champagne et al., 2000; Edwards et al., 
1995; Karess et al., 1991; Kiehart et al., 1989; Mizuno et al., 2002). In dem in situ 
Screen konnte ich nicht nur die Expression von zipper im Dorsalgefäß bestätigen, 
sondern auch die Expression der anderen Untereinheiten des nicht-muskulären 
Myosin II Hexamers, spaghetti squash (sqh) und Mlc-c, im Dorsalgefäß nachweisen 
(Abbildung 7A,B,D). Neben den Kernuntereinheiten des nicht-muskulären Myosin II 
konnte ich auch die Expression der Ca2+/Calmodulin-abhängige MLC-Kinase (sqa) 
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und der Myosin-bindenden Untereinheit (MBS kodiert von Mbs) der Myosin-
Phosphatase im embryonalen Dorsalgefäß erstmalig zeigen (Abbildung 7C,P).  
Interessanterweise wurde erst kürzlich die Rolle von Zipper bei der Lumenbildung im 
Zusammenhang mit der Rho-GTPase Cdc42 genauer untersucht (Vogler et al., 
2014). Bisher war lediglich die Expression von zipper im embryonalen Dorsalgefäß 
gezeigt und ein Herzphänotyp von nicht-muskulären Myosin II Mutanten noch nicht 
beschrieben worden. Der Nachweis der Dorsalgefäßexpression der nicht-muskulären 
Myosin II Gene ist hierbei ein erster Schritt, um in weiterführenden Analysen die Rolle 
der nicht-muskulären Myosin II Proteine, der MLCK und der Myosin-Phosphatase 
während der Entwicklung des Dorsalgefäßes aufzuklären.  
Interessant ist auch die Expression im Dorsalgefäß von Genen, die funktionell mit 
dem Aktinzytoskelett assoziiert sind wie beispielsweise Fim oder Sip1 (Abbildung 
7L,M). Ein weiteres dieser Gene ist pico, das für das einzige Drosophila Ortholog der 
Vertebraten MRL-Proteine kodiert und unter anderem an der Organisation der 
Aktinfilamente durch Interaktion mit Proteinen wie Ena/VASP beteiligt ist (Abbildung 
6Q; Lyulcheva et al., 2008). 
Unter den von mir untersuchten Genen waren auch Ca-P60A (SERCA) und Calx, die 
für Calciumionenkanäle bzw. –austauscher kodieren. Dabei ist die adulte 
Herzfunktion von SERCA bereits dokumentiert, während ein Herz-Phänotyp in Calx-
Mutanten noch nicht beschrieben wurde (Abraham und Wolf, 2013). Unbekannt war 
jedoch für beide Gene, ob sie bereits embryonal im Dorsalgefäß exprimiert werden. 
Demnach konnte ich erstmals die Expression von Ca-P60A und Calx im 
embryonalen Dorsalgefäß nachweisen (Abbildung 7E,H).  
Auf den ersten Blick erscheint der Nachweis einer Expression im Dorsalgefäß bei 
20 von 101 Kandidatengenen gering. Da in der systematischen Analyse der 
Expressionsmuster allerdings nur embryonale Dorsalgefäße untersucht wurden, 
besteht die Möglichkeit, dass manche Gene zu einem späteren Zeitpunkt der 
Herzentwicklung eine Rolle spielen und beispielsweise erst im larvalen oder adulten 
Dorsalgefäß exprimiert werden.  
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Abbildung 27 Überlappung der in situ Kandidatengene mit dem Proteom des adulten 
Dorsalgefäßes und dem Transkriptom der adulten Herzmorphogenese.  
Das Proteom des adulten Dorsalgefäßes (Cammarato et al., 2011) sowie das Transkriptom des sich 
entwickelnden adulten Dorsalgefäßes (Zeitouni et al., 2007) wurde abgeglichen mit den 101 in situ 
Kandidatengenen. Dargestellt sind die in situ Kandidatengene, die entweder auch im Proteom des 
adulten Dorsalgefäßes, dem Transkriptom des sich entwickelnden adulten Dorsalgefäßes oder in 
beidem (rot markierte Gene) nachgewiesen wurden.  
So zeigt der Vergleich der 101 in situ Kandidatengene mit dem Proteom des adulten 
Dorsalgefäßes (Cammarato et al., 2011) 19 Übereinstimmungen. Von diesen 
19 Genen konnte ich für 8 Gene (CAP, Ca-P60A, Calx, Mlc2, Mlc-c, zip, sqh und 
Zasp52) die Expression im embryonalen Dorsalgefäß zeigen (Abbildung 27; grüner 
Kreis). Die anderen 11 Gene scheinen erst zu einem späteren Zeitpunkt der 
Herzmorphogenese benötigt zu werden. Ein ähnlicher Vergleich wurde mit dem 
Transkriptom der adulten Herzmorphogenese durchgeführt (Zeitouni et al., 2007). 
Von den 1660 Genen, deren Transkriptionslevel sich signifikant während der adulten 
Herzmorphogenese ändert, waren 23 dieser Gene Kandidaten des in situ Screens 
und davon 7 Gene (CAP, Ca-P60A, Calx, sqa, Mbs, Fim und CG16721) im 
embryonalen Dorsalgefäß exprimiert (Abbildung 27; violetter Kreis).  
Abschließend sei an dieser Stelle darauf hingewiesen, dass das in meiner Arbeit 
untersuchte Drosophila CAP zu den Kandidaten gehört, die sowohl in der 





4.2 CAP ist wichtig für die Entwicklung und Funktion des 
Dorsalgefäßes 
Die Untersuchung von Drosophila CAP in Bezug auf seine Expression und Funktion 
während der Entwicklung des Dorsalgefäßes führten zu folgenden Ergebnissen: 
1) Das Drosophila CAP Gen ist im embryonalen Dorsalgefäß exprimiert. 
2) CAP ist embryonal an der Zellmembran der Kardioblasten und später an den 
Z-Scheiben und den Zell-Zell-Kontaktstellen der Kardiomyozyten lokalisiert. 
3) Der Verlust von CAP führt zu  
a. Anordnungsdefekten und einer erhöhten Zellzahl der Kardioblasten.  
b. Defekten bei der Ausbildung eines Herzlumens. 
c. Defekten in der Verteilung der luminalen Marker Slit und βPS1 Integrin. 
d. Kontraktionsstörungen im adulten Dorsalgefäß. 
4) CAP interagiert während der embryonalen Herzentwicklung mit dem 
αPS3 Integrinrezeptor und dem aktinbindenden Protein Talin. 
In den folgenden Kapiteln werde ich die in dieser Arbeit erhaltenen Ergebnisse 
diskutieren. 
4.2.1 Das Drosophila CAP und die Vertebraten SOHO-Proteine sind im Herzen 
exprimiert 
4.2.1.1 Vergleich der Expression von dem Drosophila CAP und den 
Vertebraten SORBS Genen 
In meiner Arbeit konnte ich zeigen, dass CAP in dem embryonalen Dorsalgefäß von 
Drosophila exprimiert wird und damit auch die Expressionsdaten der 
BDGP-Datenbank bestätigen. Es war in der BDGP-Datenbank jedoch nicht 
ersichtlich, wann die Expression von CAP im embryonalen Dorsalgefäß beginnt und 
ob die 23 verschiedenen CAP-Transkripte sich wohlmöglich in ihrer Expression 
unterscheiden. Mit dem Ziel, die bestehenden in situ Daten der BDGP-Datenbank zu 
erweitern, nutzte ich eine antisense RNA-Probe, die auch das CAP-P Transkript 
detektieren konnte. Dadurch war es mir möglich erstmalig zu zeigen, dass die CAP 
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Expression im embryonalen Dorsalgefäß im Embryonalstadium 14 beginnt 
(Abbildung 9). In diesem Entwicklungsstadium haben sich die Herzvorläuferzellen 
bereits in bilateralen Reihen angeordnet und beginnen in Richtung der dorsalen 
Mittellinie zu migrieren. Zudem gelang es mir mit meiner antisense RNA-Probe 
Unterschiede zu den bisher dokumentierten Expressionsmustern nachzuweisen. Im 
Gegensatz zu der BDGP-Datenbank konnte ich keine Expression in den ventralen 
und dorsolateralen sensorischen Komplexen, der Kopfepidermis oder den Anlagen 
des sensorischen Nervensystems feststellen. So scheinen die CAP-Transkripte 
(CAP-X, CAP-A; CAP-Y, CAP-P, CAP-L; CAP-V und CAP-Q), die ich mit der in dieser 
Arbeit verwendeten in situ Probe detektieren konnte, in diesen Organen nicht 
exprimiert zu sein. Dahingegen war es mir möglich eine Expression in der 
Pharynxmuskulatur und dem anterioren und posterioren Mitteldarm zu zeigen. Dies 
deutet darauf hin, dass es zwischen den CAP-Transkripten Unterschiede in der 
Expression gibt. Aufgrund der Komplexität des CAP-Genlocus erweist sich jedoch die 
Analyse der Expressionen der einzelnen CAP-Transkripte als sehr schwierig. 
Ein ähnlich komplexes Bild ergibt sich bei der Betrachtung der humanen Gene, die 
für die SoHo-Proteine CAP/Ponsin (SORBS1), ArgBP2 (SORBS2) und Vinexin 
(SORBS3) kodieren. Alternatives Splicing dieser Gene resultiert in der Expression 
vieler gewebs- und entwicklungsspezifischer Isoformen. So gilt beispielsweise das 
humane SORBS1 Gen mit seinen 34 Exons, als eines der Gene mit der höchsten 
Anzahl an Splicevarianten (Lin et al., 2001a). Im Einklang mit der von mir detektierten 
Expression des Drosophila CAP Gens in dem embryonalen Dorsalgefäß, sind die 
SORBS Gene bei Vertebraten auch im embryonalen Herzen exprimiert (Kawauchi et 
al., 2001; Kioka et al., 1999; Mandai et al., 1999; Ribon et al., 1998a; Wang et al., 
1997). Eine in situ Studie des SORBS3 Gens, das unter anderem für Vinexin-α und 
Vinexin-β kodiert, konnte eine Expression im murinen Herzen ab dem 
Embryonalstadium E8.5 nachweisen. In dem Embryonalstadium E8.5 ist der lineare 
Herzschlauch ausgebildet und die Schleifenbildung des Herzens ist bereits initiiert 
(Buckingham et al., 2005). Zu erwähnen ist hierbei auch die unterschiedliche 
Expression der beiden Vinexin-Isofomen. Während die Expression von Vinexin-β 
(verkürzte Isoform; siehe Abbildung 6) ubiquitär ist, ist Vinexin-α spezifisch im 
atrioventrikulären Kanal und dem Ausflusstrakt des embryonalen murinen Herzens 
exprimiert (Kawauchi et al., 2001). Eine weitere Studie belegte zudem die SORBS3 
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Expression im Ventrikel des murinen Herzens im Embryonalstadium E14.5 (Diez-
Roux et al., 2011). 
Zusammenfassend lässt sich somit feststellen, dass die Herzexpression von dem 
Drosophila CAP bis hin zu den Vertebraten SORBS Genen evolutionär konserviert 
ist. Des Weiteren gibt es sowohl in Drosophila als auch in den Vertebraten 
gewebs-und entwicklungsspezifische Expressionsunterschiede der einzelnen 
CAP-Transkripte, deren Analyse jedoch bereits in Drosophila aufgrund der hohen 
Komplexität des Genlocus erschwert ist. 
4.2.1.2 Das Drosophila CAP Protein ist wie die SoHo-Proteine im Herzen 
lokalisiert  
In meiner Arbeit habe ich auch erstmals die Lokalisation des CAP-Proteins im 
Dorsalgefäß genauer untersucht. Der dafür hergestellte Antikörper gegen die 
CAP-N/E Isoform des Drosophila CAP-Proteins bestätigte kürzlich veröffentlichte 
Daten von Bharadwaj et al. (2013), die gezeigt hatten, dass CAP im Dorsalgefäß 
sowie den Muskelanheftungsstellen und den chordotonalen Organen des Embryos 
exprimiert ist (Abbildung 11A-D; Bharadwaj et al., 2013). Die genaue Lokalisation von 
CAP im embryonalen Dorsalgefäß oder die Funktion während der Herzentwicklung 
wurden in der erwähnten Studie jedoch nicht weiter untersucht.  
Meine Arbeit liefert erstmals eine detaillierte Beschreibung der CAP Expression im 
Dorsalgefäß während der gesamten Entwicklung vom Embryo bis zur adulten Fliege. 
Ich konnte zeigen, dass CAP als zytoplasmatisches Protein embryonal in den 
peripheren Membranbereichen der Kardioblasten lokalisiert ist (Abbildung 12B). Ich 
vermute daher, dass CAP eine Rolle bei Zell-Zell und Zell-Matrix Adhäsionen spielt. 
Meine Vermutung wird untermauert durch Ergebnisse, die für die Vertebraten 
SoHo-Proteinfamilie demonstriert wurden. So wurde die Lokalisation der 
SoHo-Proteine Vinexin, ArgBP2 und CAP/Ponsin in den Fokalen Adhäsionskontakten 
gezeigt (Kioka et al., 1999; Mandai et al., 1999; Ribon et al., 1998a; Zhang et al., 
2006). Proteine der Integrinfamilie sind Hauptbestandteile von fokalen 
Adhäsionskontakten, die die Verbindung zwischen der Extrazellulären Matrix und 
dem Aktinzytoskelett der Zelle herstellen. In der Tat konnte ich nicht nur eine 
zytologische Ko-Lokalisation von CAP mit der βPS1-Untereinheit des 
Integrinrezeptors im embryonalen Dorsalgefäß nachweisen (Abbildung 16I), sondern 
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auch die genetische Interaktion mit Proteinen der fokalen Adhäsionskontakte 
(αPS3 Integrin und Talin) zeigen (Abbildung 19). 
 
Im larvalen Dorsalgefäß ist CAP an den Zell-Zell-Kontaktstellen der Kardiomyozyten 
(Abbildung 24A) und im adulten Dorsalgefäß zusätzlich an den Z-Scheiben der 
Kardiomyozyten nachweisbar (Abbildung 25). Weiterhin konnte ich die zytologische 
Ko-Lokalisation von CAP und βPS1 Integrin auch im adulten Dorsalgefäß an den Z-
Scheiben und den Zell-Zell-Kontaktstellen der Kardiomyozyten zeigen. Die 
Expression von CAP an den Zell-Zell-Kontaktstellen und Z-Scheiben der 
Kardiomyozyten des adulten Dorsalgefäßes von Drosophila ist übereinstimmend mit 
der Lokalisation der Vertebraten SoHo-Proteine. So ist ArgBP2 an den Costameren 
und den Glanzstreifen der Kardiomyozyten lokalisiert (Sanger et al., 2010). Auch 
CAP/Ponsin wurde an den Glanzstreifen und den lateralen Membranen von 
Kardiomyozyten der Maus detektiert (Zhang et al., 2007). Auf die mögliche 
Bedeutung der CAP Expression im adulten Dorsalgefäß werde ich im Kapitel 4.2.3 
eingehen. 
Ein weiterer faszinierender Befund in Bezug auf die Lokalisation des CAP-Proteins ist 
die Expression von CAP in den larvalen und adulten Perikardialzellen, während CAP 
in embryonalen Perikardialzellen nicht nachweisbar ist. Interessanterweise ist auch 
βPS1 Integrin in den Perikardialzellen von Larven und adulten Fliegen exprimiert. Ein 
Verlust der Integrinfunktion führt im Embryo zu einem Ablösen der Perikardialzellen 
von den Kardioblasten und zu einer Fehllokalisation des EZM-Proteins Pericardin 
(Stark et al., 1997; Vanderploeg et al., 2012). Ein ähnlicher Phänotyp ist auch in den 
larvalen und adulten Dorsalgefäßen von loh-Mutanten sichtbar. Das 
ADAMTS-ähnliche Protein Lonely heart. (Loh) agiert als sekretierter Pericardin-
Rezeptor. Der beschriebene Verlust der Herzintegrität in loh-Mutanten resultiert in 
einem veränderten Myofibrillenverlauf sowie Kontraktionsstörungen des 
Dorsalgefäßes (Drechsler et al., 2013). Bisher ist nicht bekannt, ob Loh auch mit 
Integrinsignalkomponenten interagiert oder inwieweit eine Herunterregulierung der 
Integrinfunktion im adulten Dorsalgefäß zu ähnlichen Defekten führt. Die CAP 
Expression in den Perikardialzellen deutet jedoch darauf hin, dass CAP bei diesen 
Prozessen auch eine Rolle spielt. Embryonal konnte ich in den CAP-Mutanten keine 
auffälligen Veränderungen in der Lokalisation von Pericardin oder eine Ablösung der 
Perikardialzellen feststellen (Daten nicht gezeigt). Es wäre äußerst interessant zu 
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untersuchen, ob ein möglicher Phänotyp in larvalen und adulten Dorsalgefäßen von 
CAP-Mutanten detektierbar ist.  
4.2.2 Mögliche Rolle von CAP und Integrinen während der embryonalen 
Herzentwicklung  
4.2.2.1 CAP-Mutanten weisen ähnliche Defekte des embryonalen 
Dorsalgefäßes auf wie Integrinmutanten 
Wie bereits erwähnt konnte ich in meiner Arbeit nicht nur die zytologische 
Ko-Lokalisation von CAP und βPS1 Integrin zeigen, sondern auch die genetische 
Interaktion von CAP mit Proteinen des Integrinsignalwegs während der 
Herzentwicklung.  
Integrine vermitteln die Zell-Matrix-Verbindungen und spielen eine wichtige Rolle bei 
zellulären Prozessen wie Zellmigration, Zellformveränderungen und 
Signalweiterleitung (Brown et al., 2000; Delon und Brown, 2007; Hynes, 2002; Ross 
und Borg, 2001). Im Dorsalgefäß von Drosophila bestehen die Integrinrezeptoren 
aus einer Untereinheit βPS1 Integrin, kodiert durch mys, und einer Untereinheit 
αPS3 Integrin, kodiert durch scb (Stark et al., 1997). Bisher ist erst wenig über die 
Rolle von Integrinen während der Entwicklung des Dorsalgefäßes in Drosophila 
bekannt. Vanderploeg et al. (2012) zeigten, dass Integrine benötigt werden, um den 
Robo-Liganden Slit an der luminalen Membran zu lokalisieren und zu stabilisieren. 
Integrinmutanten zeigten dabei neben Veränderungen in der Verteilung von Slit auch 
Defekte in der Ausbildung eines Herzlumens (Vanderploeg et al., 2012).  
Ähnliche Defekte konnte ich in meiner Arbeit auch bei CAP-Mutanten beobachten.  
4.2.2.1.1 CAP als Regulator der Zellproliferation und Zelladhäsion: mögliche 
Ursachen für die Anordnungsdefekte und die erhöhte Zahl der 
Kardioblasten 
Defekte, die ich bei CAP-Mutanten in dem embryonalen Dorsalgefäß detektieren 
konnte, waren neben Anordnungsdefekten der Kardioblasten auch eine Erhöhung 
der Zellzahl der Kardioblasten (Abbildung 13). Anordnungsdefekte in Form von 
Lücken, Verklumpungen oder Drehungen von Kardioblasten wurden auch für 
Mutanten der Integrinrezeptoren als auch für zytoplasmatische Integrin Effektoren 
gezeigt (Vanderploeg et al., 2012). Eine Erhöhung der Kardioblastenzellzahl wurde 
zuvor aber noch nicht dokumentiert.  
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Ergänzend dazu konnte ich in den von mir durchgeführten genetischen 
Interaktionsexperimenten, nicht nur die Interaktion von CAP mit scb (kodiert für 
αPS3 Integrin) und rhea (kodiert für Talin) während der Entwicklung des 
Dorsalgefäßes zeigen, sondern auch erstmals eine erhöhte Zellzahl der 
Kardioblasten in den transheterozygoten Mutanten nachweisen (Abbildung 19). Dies 
kann aber auch darin begründet sein, dass es bisher keine vergleichbaren Daten zu 
der Zellzahl der Kardioblasten in Integrinmutanten gibt. Da die Erhöhung der Zellzahl, 
der vor allem Tinman exprimierenden Kardioblasten, nicht besonders ausgeprägt ist, 
könnte dies bisher auch übersehen bzw. als reiner Anordnungsdefekt interpretiert 
worden sein.  
Demnach wäre der nächste Schritt zu klären, ob es auch in homozygoten Mutanten 
von beispielsweise βPS1 Integrin, αPS3 Integrin oder den aktinbindenden Integrin 
Effektoren Talin und Vinculin zu einer veränderten Kardioblastenzellzahl kommt.  
 
Da die CAP Expression erst im Embryonalstadium 14 beginnt, stellt sich die Frage, 
wie es zu der leicht erhöhten Anzahl an Kardioblasten kommt. Dabei sind 
verschiedene Erklärungen denkbar.  
Das CAP-Protein wurde in Drosophila als Interaktionspartner der Wnt-Signalproteine 
Axin und Arrow identifiziert (Yamazaki und Nusse, 2002; Yamazaki und Yanagawa, 
2003). Der Wingless-Signalweg spielt, wie in der Einleitung erwähnt, eine wichtige 
Rolle bei der Spezifizierung des kardialen Mesoderms. Es wäre demnach denkbar, 
dass in CAP-Mutanten nicht kardiogene Zellen zu einem kardialen Zellschicksal 
durch eine Wg-Aktivierung angeregt werden. Gegen diese Theorie spricht jedoch die 
erst im Stadium 14 einsetzende Expression von CAP, wohingegen die Phase der 
finalen Proliferation der Herzvorläuferzellen bereits in den Embryonalstadien 10-12 
stattfindet. Zudem zeigten Yamazaki und Yanagawa (2003), dass die Überexpression 
von CAP den kanonischen Wg-Signalweg nicht beeinflusst (Yamazaki und 
Yanagawa, 2003). Man kann jedoch nicht ausschließen, dass die Interaktion von 
CAP mit Axin und Arrow eine Rolle spielt, die bisher noch nicht bekannt ist.  
Die leichte Erhöhung der Kardioblastenanzahl in den CAP-Mutanten könnte auch 
damit zusammenhängen, dass CAP die Notch-Aktivität in manchen Zellen 
beeinflusst. Der Notch-Signalweg wird während der Entwicklung des Dorsalgefäßes 
benötigt, um zunächst die Anzahl der kardialen Vorläuferzellen zu begrenzen 
(laterale Inhibition) und im zweiten Schritt während der asymmetrischen Zellteilungen 
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die weitere Differenzierung der kardialen Vorläuferzellen zu regulieren. Grigorian et 
al. zeigten, dass die Kardioblasten, die aus dem kardialen Cluster separiert werden, 
den Notch-Liganden Delta akkumulieren und so benachbarte Zellen im kardialen 
Cluster daran hindern, auch zu Kardioblasten zu differenzieren (Grigorian et al., 
2011). In Mutanten für Delta differenzieren alle Zellen des kardiogenen Zellcluster zu 
Kardioblasten (Grigorian et al., 2011). Es wäre demnach denkbar, dass CAP die 
Notch-Aktivität verändert, indem es die Anzahl der Delta-Moleküle beeinflusst, so 
dass weitere Zellen des kardialen Zellclusters zu Kardioblasten differenzieren.  
Um dies zu überprüfen, könnte man versuchen Unterschiede in der Expression des 
Notch-Liganden Delta mit Hilfe eines anti-Delta Antikörpers zu detektieren. Da jedoch 
die Erhöhung der Kardioblastenzahl eher gering ist und auch nicht jedes 
Hemisegment des Dorsalgefäßes betroffen ist, muss man davon ausgehen, dass 
solche Unterschiede in der Delta Expression eher schwach und damit schwer 
nachweisbar wären.  
Da auch der RTK/MAPK-Signalweg eine Rolle bei den Zellteilungen der 
Herzvorläuferzellen spielt, wäre es zudem denkbar, dass auch dieser in den 
CAP-Mutanten beeinträchtigt ist. So zeigten Grigorian et al., dass die Aktivierung des 
RKT/MAPK-Signalwegs durch EGFR und FGFR für die Spezifizierung und 
Aufrechterhaltung des kardialen Mesoderms notwendig ist und die räumliche 
Begrenzung von Delta auf die Kardioblasten steuert (Grigorian et al., 2011). Die 
Überexpression eines konstitutiv aktiven RAS mittels Mef2-Gal4 führte zu einer 
Erhöhung der Kardioblastenzellzahl und zur Akkumulation von Delta in Mef2 
positiven Muskelzellen (Grigorian et al., 2011).  
Da das Vertebraten SoHo-Protein CAP/Ponsin die Aktivierung des MAPK-Signalwegs 
negativ reguliert (Zhang et al., 2006) und zudem die Bindung der SoHo-Proteine an 
Signalkomponenten des MAPK-Signalwegs beschrieben wurde (Roignot und 
Soubeyran, 2009), wäre eine ähnliche Funktion für das Drosophila CAP denkbar. Die 
späte CAP Expression könnte in diesem Fall für die Stabilität und Begrenzung der 
Delta Expression notwendig sein. Für CAP-Mutanten würde das bedeuten, dass es 
zu einer Aktivierung des RTK/MAPK-Signalwegs und damit zu einer Erhöhung der 
Delta Expression kommt. Diese Dysbalancen könnten dazu führen, dass weitere 
Zellen des kardialen Mesoderms aufgrund der erhöhten Delta Expression zu 
Kardioblasten differenzieren.  
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An dieser Stelle sei erwähnt, dass bei der Regulierung des RTK/MAPK-Signalwegs 
auch die Interaktion von CAP mit Flotillinen in Lipid Rafts eine Rolle spielen könnte. 
Tomasovic et al. konnten nachweisen, dass das Vertebraten CAP/Ponsin als auch 
Flotilin-1 an FRS2 binden. Dabei wird vermutet, dass die Bindung von CAP/Ponsin 
und Flotillin-1 an FRS2 kompetitiv ist. Bei FRS2 handelt es sich um ein 
Adapterprotein, das an phosphorylierte RTKs bindet. Tomasovic et al halten es für 
wahrscheinlich, dass durch die Interaktion von FRS2 mit CAP/Flotillin-1 der 
RTK/MAPK-Signalweg reguliert wird. (Tomasovic et al., 2012). In CAP-Mutanten 
würde es demnach zu einem Ungleichgewicht dieser Interaktionen kommen, 
wodurch die Aktivität des RTK/MAPK-Signalwegs beeinflusst werden würde. 
 
Ein entscheidender Aspekt, der bei der Bewertung der erhaltenen CAP Phänotypen 
bedacht werden sollte, ist, dass es sich bei den beiden CAP-Mutanten um 
antimorphe Allele zu handeln scheint. Vergleicht man die in Tabelle 16 aufgeführten 
Statistiken des beobachteten Herzdefekts, so wird deutlich, dass die Penetranz des 
Phänotyps in den homozygoten CAP-Mutanten höher ist als in den 
transheterozygoten CAP-Mutanten über der CAP-Defizienzlinie oder in der 
homozygoten Defizienzlinie. Antimorphe Allele, auch als dominant negative 
Mutationen bezeichnet, weisen ein verändertes Genprodukt auf, das sich 
antagonistisch zu dem Wildtyp-Allel verhält. So vermute ich, dass in den 
CAP-Mutanten weiterhin verkürzte Transkripte einiger Isoformen entstehen, die mit 
den vorhanden anti-CAP Antikörpern (diese Arbeit und Bharadwaj et al., 2013) nicht 
nachgewiesen werden können. Dafür sprechen auch meine kürzlich erzielten 
Ergebnisse, die noch bestätigt werden müssen und daher nicht mehr in diese Arbeit 
mit aufgenommen werden konnten. So war es mir möglich mit der cDNA der beiden 
CAP-Mutanten und mit genspezifischen Oligonukleotiden, die außerhalb der 
deletierten Region binden, Amplifikate zu erhalten. Dies würde zumindest bedeuten, 
dass trotz der C-terminalen Deletionen der CAP-Mutanten weiterhin Transkripte 
gebildet werden, die möglicherweise auch zu verkürzten bzw. veränderten Proteinen 
translatiert werden könnten. Um das Auftreten solcher verkürzter Proteine 
nachzuweisen, wäre es für weitere Analysen hilfreich noch einen N-terminal 
bindenden Antikörper herzustellen, dessen Antigensequenz außerhalb des Bereiches 
der Deletionen der CAP-Mutanten liegt.  
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Auch eine mögliche Expression des CAP-P Transkriptes muss berücksichtigt werden, 
da dessen Transkription höchstwahrscheinlich in den CAP-Mutanten nicht gestört ist 
und das CAP-P Protein ebenfalls mit den derzeit verfügbaren Antikörpern nicht 
detektiert werden kann.  
4.2.2.1.2 CAP als Verbindung zwischen Aktinzytoskelett und der 
Extrazellulären Matrix: mögliche Ursachen für die beobachteten 
Lumendefekte 
Die in CAP-Mutanten beobachteten Anordnungsdefekte der Kardioblasten führten zu 
der Vermutung, dass es auch Defekte im Herzlumen geben könnte, die bereits in 
ähnlicher Form für Mutanten des Robo/Slit-Signalwegs, des 
Unc5/NetrinB-Signalwegs und für Integrinmutanten beschrieben wurde (Albrecht et 
al., 2011; Santiago-Martínez et al., 2006; Vanderploeg et al., 2012).  
Ich konnte zeigen, dass in CAP-Mutanten die Bildung eines Herzlumens gestört ist. 
Dabei traten die beobachteten Lumendefekte auch in Bereichen des Dorsalgefäßes 
auf, an denen keine zusätzlichen bzw. fehlangeordneten Kardioblasten detektierbar 
waren (Abbildung 14). Diese Beobachtung spricht dafür, dass die Lumendefekte 
durchaus als unabhängig von der erhöhten Kardioblastenzahl und den 
Anordnungsdefekten zu betrachten sind.  
Meine Analysen zeigten weiterhin, dass die Kardioblasten in CAP-Mutanten normal 
zur dorsalen Mittellinie migrieren und die kontralateralen Kardioblasten J-Domänen 
und eine luminale Basalmembran ausbilden (Abbildung 15). Daher gehe ich davon 
aus, dass CAP prinzipiell keine entscheidende Rolle bei der Zellmigration oder der 
Ausbildung der Polarität der Kardioblasten hat. Die beschriebenen Phänotypen und 
vor allem die verringerte Krümmung der luminalen Membran, lassen eher vermuten, 
dass CAP eine Rolle bei den Remodellierungsprozessen des Zytoskeletts spielt.  
Da CAP sowohl an das Aktinzytoskelett als auch an Integrinkomponenten wie 
beispielsweise Vinculin bindet (Zhang et al., 2006), wäre es denkbar, dass CAP bei 
dem Prozess der Lumenbildung eine wichtige Verbindungsstelle bei der 
Signalweiterleitung von der Extrazellulären Matrix zu dem Aktinzytoskelett darstellt. In 
CAP-Mutanten könnte diese Verbindung gestört sein, so dass wichtige 
Zellformveränderungen, die bei der Lumenbildung stattfinden, unterbleiben bzw. nur 
begrenzt erfolgen.  
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Diesbezüglich wurde im Flügelepithel demonstriert, dass ein Verlust der 
Integrinfunktion zu Veränderungen der Zellform und zu einer fehlerhaften Verteilung 
und/oder Zusammensetzung der Extrazellulären Matrix führt. Dabei wurde auch der 
RKT/MAPK-Signalweg als potenzieller Regulator dieses Prozesses identifiziert 
(Domínguez-Giménez et al., 2007). Wie bereits im vorangegangen Unterkapitel 
erwähnt, ist eine Rolle von Drosophila CAP bei der Regulierung 
RKT/MAPK-Signalwegs sehr wahrscheinlich.  
Dementsprechend könnte CAP wie bereits vermutet die Weiterleitung der Signale 
von der Extrazellulären Matrix zum Aktinzytoskelett während der Lumenbildung 
beeinflussen. Diese Annahme wird durch folgende Beobachtungen unterstützt: 
(1) die zytologische Ko-Lokalisation von CAP und βPS1 Integrin im embryonalen und 
adulten Dorsalgefäß (Abbildung 16 und Abbildung 25), (2) eine weniger distinkte 
Verteilung von Slit und βPS1 Integrin an der L-Domäne in CAP-Mutanten (Abbildung 
17), und (3) die genetischen Interaktionen zwischen CAP und Genen, die für 
Proteine des Integrin-Signalwegs kodieren (Abbildung 19). 
Zusammenfassend zeigen meine Daten, dass CAP essentiell für die Ausbildung 
eines Herzlumens im Embryo ist. Weitere Experimente sind notwendig, um die 
molekularen Details aufzuklären durch die CAP mit dem Integrin-Signalweg und 
anderen Proteinen während der Lumenbildung verbunden ist. Ein erster Ansatzpunkt 
wäre dabei, die beobachteten Lumendefekte der CAP-Mutanten in direkten 
Zusammenhang zu den Lumendefekten von Integrinmutanten zu bringen. Dabei 
könnte man beispielsweise transheterozygote Mutanten von CAP49e und scb2 sowie 
CAP49e und rhea1 auf Lumendefekte untersuchen. 
Des Weiteren wäre es erforderlich den Zusammenhang von CAP und dem 
RKT/MAPK-Signalweg während der Lumenbildung, aber auch in Bezug auf die 
erhöhte Kardioblastenzahl aufzuklären. Betreffend der erhöhten Kardioblastenzahl 
wäre es dabei sinnvoll, die Anzahl der Perikardialzellen in CAP-Mutanten zu 
überprüfen. Würde es in den Zellen des kardialen Mesoderms zu einer Reduktion der 
Notch-Aktivität kommen, so müsste neben der Erhöhung der Kardioblastenzellzahl 
eine Verringerung der Perikardialzellzahl nachzuweisen sein. Im Falle einer 
Aktivierung des RKT/MAPK-Signalwegs wären dagegen sowohl die Kardioblasten, 
als auch die Perikardialzellen in ihrer Anzahl erhöht.  
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4.2.3 CAP ist wichtig für die Ausbildung eines funktionalen Herzsynzytiums 
In larvalen und adulten Dorsalgefäßen ko-lokalisiert CAP zytologisch mit 
βPS1 Integrin an den Z-Scheiben und den Zell-Zell-Kontaktstellen. βPS1 Integrin ist 
an den Costameren lokalisiert und stellt die Verbindung der Z-Scheiben mit der 
Extrazellulären Matrix her. Zudem ist βPS1 Integrin auch an den longitudinalen 
Zell-Zell-Kontaktstellen der kontralateralen Kardiomyozyten nachweisbar (Nishimura 
et al., 2014). Diese Strukturen scheinen in den CAP-Mutanten generell unverändert, 
jedoch konnte ich einen irregulären Verlauf der Zell-Zell-Kontaktstellen zwischen den 
Kardiomyozyten sowie auch partiell einen veränderten Verlauf der zirkulären 
Myofibrillen zeigen (Abbildung 26). Da diese Anormalitäten vorwiegend in Bereichen 
fehlangeordneter Kardiomyozyten auftreten, vermute ich, dass die beobachteten 
Defekte die Konsequenz der bereits im embryonalen Dorsalgefäß falsch 
positionierten Zellen sind.  
CAP könnte auch das kontraktile Verhalten des adulten Dorsalgefäßes beeinflussen, 
indem es als Verbindung zwischen dem Aktinzytoskelett und den Integrinen an den 
Zell-Zell-Kontaktstellen fungiert. In diesem Kontext wäre auch ein Einfluss von CAP 
bei der Ausrichtung der zirkulären Myofibrillen denkbar. Dafür spricht auch die 
Hochregulation von CAP zum Ende der puppalen Stadien (42h APF und 48h APF) 
(Zeitouni et al., 2007). Es wurde gezeigt, dass genau zu diesem Zeitpunkt die 
Bildung und Ausrichtung der zirkulären Myofibrillen, des adulten Dorsalgefäßes 
erfolgt (Hellbach, 2014). 
Es ist sehr wahrscheinlich, dass die in CAP-Mutanten auftretende anormale 
Myofibrillenausrichtung die Kontraktilität des Dorsalgefäßes beeinträchtigt und 
höchstwahrscheinlich auch die Ursache für die von mir beobachtete reduzierte 
systolische Verkürzungsfraktion (Abbildung 20) als auch für das verringerte kardiale 
Pumpvermögen (Abbildung 21) darstellt.  
Ähnliche kardiale Phänotypen sowie das Auftreten von Arrhythmien wurden erst 
kürzlich bei der transkriptionellen Herunterregulierung der Integrin-gebundenen 
Kinase (ILK) im Dorsalgefäß beschrieben (Nishimura et al., 2014).  
Da die Beeinträchtigung der Herzfunktion eine reduzierte Lebenserwartung zu Folge 
haben kann (Melkani et al., 2011; Neely et al., 2010), führte ich in meiner Arbeit auch 
Lebensdauer-Tests durch. Dabei habe ich kontroverse Daten in Bezug auf die 
CAP-Mutanten und die CAP-RNAi Experimente erhalten. So konnte ich die in 
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CAP-Mutanten beobachtete verkürzte Lebensdauer durch CAP-RNAi Experimente 
nicht belegen (Abbildung 23).  
Eine mögliche Erklärung des Widerspruchs ist, dass die Effizienz der verwendeten 
UAS-CAP-RNAi Linie nicht explizit mit den im Experiment genutzten Treiberlinien, 
sondern mit der ubiquitären daGal4 Treiberlinie getestet wurde (Abbildung 22). 
Darüber hinaus muss der dominant-negative Charakter der CAP-Mutanten bei der 
Interpretation der Experimente berücksichtigt werden. Dennoch ist es notwendig die 
Testung der CAP-RNAi Effizienz mit den im Experiment verwendeten Treiberlinien 
(twistGal4; how24BGal4 und tinDGal4; tinc∆4Gal4) zu wiederholen, bevor man eine 
endgültige Bewertung dieser Versuche vornehmen kann.  
Jedoch zeigen meine Daten, dass CAP im adulten Dorsalgefäß von Drosophila 
benötigt wird, um ein funktionelles Herzsynzytiums auszubilden.  
Da die Vertebraten SoHo-Proteine sowie auch das Drosophila CAP-Protein als 
Adapterproteine mit ihren C-terminalen SH3-Domanen nicht nur wie bereits 
beschrieben an Vinculin und Paxillin binden, sondern auch mit vielen 
Signalkomponenten interagieren, kann ich weitere Funktionen von CAP im adulten 
Dorsalgefäß nicht ausschließen. Zum vollen Verständnis der kardialen CAP Funktion, 
sind daher weitere Experimente notwendig, die jedoch über den Umfang dieser 
Arbeit hinausgingen. Solche Analysen am einfacher aufgebauten Dorsalgefäß von 
Drosophila könnten helfen, die Funktionsweise von CAP und den SoHo-Proteinen bei 












Die in dieser Arbeit durchgeführten Experimente gewähren einen ersten Einblick in 
die Funktionsweise des CAP-Proteins während der Entwicklung des Dorsalgefäßes 
von Drosophila melanogaster und stellen damit die Grundlage für nun weiterführende 
funktionelle Analysen dar.  
Neben den beispielsweise bereits in der Diskussion erwähnten Interaktionsstudien 
mit weiteren Integrin-Signalwegsmolekülen und dem Zusammenhang von CAP und 
dem RKT/MAPK-Signalweg, wäre es auch sehr interessant die Funktion von CAP bei 
Zell-Zell-Adhäsionen zu untersuchen. Denn wie die CAP Lokalisation im 
embryonalen Dorsalgefäß zeigt, ist CAP auch an den lateralen peripheren 
Membranbereichen zu detektieren (Abbildung 12).  
Von besonderem Interesse sind vor allem funktionelle Analysen zur adulten 
Herzfunktion von CAP beispielsweise auch unter Stressbedingungen (wie 
Nahrungsmangel, fettreiche Nahrung, Nahrung mit hohem Zuckergehalt). Während 
der letzten Jahre avancierte Drosophila zu einem geeigneten Modell zur 
Untersuchung von Fettleibigkeit und dem metabolischen Syndrom, die mit einem 
erhöhten Risiko für lipotoxische Kardiomyopathie in Verbindung stehen (Birse und 
Bodmer, 2011; Birse et al., 2010; Lim und Bodmer; Luong et al., 2006). Birse et al. 
zeigten beispielsweise, dass Fliegen, die auf fettreicher Nahrung gehalten wurden 
erhöhte Fettwerte und Veränderungen der Insulin/Glukose-Homöostase aufweisen. 
Dabei verursachte die fettreiche Ernährung die Akkumulation von Lipiden im 
Dorsalgefäß, eine verminderte Kontraktilität sowie Leitungsblockaden und strukturelle 
Pathologien, die mit Symptomen einer diabetischen Kardiomyopathie vergleichbar 
sind (Birse et al., 2010).  
Ferner etablierten Na et al. in der adulten Fliege ein Modell, mit dem man durch 
chronisch hohe Zuckergabe induzierte Herzerkrankungen untersuchen kann (Na et 
al., 2013). 
Diese Modelle sind in Hinblick auf eine mögliche weitere Funktion von CAP innerhalb 
des insulinstimulierten Glukosetransports interessant. So wurde das Drosophila CAP 
Protein von Yamazaki et al., als ein Drosophila-Homolog eines regulatorischen 
Glukosetransport-Komplexes erstmals beschrieben (Yamazaki und Nusse, 2002). 
Zudem identifizierte man das Vertebraten SoHo-Protein CAP/Ponsin als ein wichtiges 
Signalmolekül in der insulinstimulierten Glukoseaufnahme (Baumann et al., 2000; 
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Ribon et al., 1998b). Darüber hinaus wurde auf dem SORBS1 Gen des humanen 
Chromosoms 10q23-q24 ein Einzelnukleotid-Polymorphismus (SNP: single 
nucleotide polymorphism) identifiziert, der eine signifikante Assoziation mit 
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Die zu der Abbildung 20 zugehörigen Filme S1 und S2 sind auf der CD-ROM zu 
finden. 
Film S1: KontrolleHandGFP10x.avi 
Film S2: CAP49eHandGFP10x.avi 
 
Tabelle 17 Verwendete Oligonukleotide für den in situ Screen 
Gen Oligonukleotid Nukleotid-Sequenz 5'-3' 
A3-3 A3-3F CAGTCTGCTTTCCGACTACGTT 
 A3-3R ATTATTGTTGCCGGTGCTCCC 
alpha-catenin-rel alpha-catenin-relF CTCAGCATCAGCATCTCTGTC 
 alpha-catenin-relR GAAAATCGATTGAACGACTTTGTG 
APC7 APC7F CGTGAAGCTCCTTGGCG 
 APC7R CTGCCACGGTGCCC 
asrij asrijF AGTCCAGGGTGGGGC 
 asrijR GCGGACTATCAGTTTTCTGC 
baldspot baldspotF TTACTGCGCCTTGGC 
 baldspotR GTATCACCACATCACCGTG 
b-spectrin b-spectrinF GCTCGCCAACGGTGC 
 b-spectrinR TTTAAATAAATAAGATACATACGTTTAATCATAATAGC 
bves bvesF ATTGGTCCATCGAACAGTGCCT 
 bvesR AAAAGTCCCATGCCCGACCAC 
Calx CalxF CTGCCACTCTGGATGCCGCAAC 
 CalxR CCAGGTCCCAAGTCACCGCTCT 
CAP CAPF ATGCCCAATAACCGCAATC 
 CAPR TTTGGACTCGGTTCATTTTCC 
Ca-P60A Ca-P60AF CCCCATGAAGCCCGACGAGA 
 Ca-P60AR GGCGTCGTTCACACCATCACC 
Ced-12 Ced-12F GCTCACTCCCTAAGCACCGAT 
 Ced-12R CAGCTTGATGTCCTCGGCAAC 
CG10188 CG10188F AGCCTCTGATACGTTCCGAT 
 CG10188R ACCATATGCTGTTCGCGTTG 
CG10743 CG10743F GCACATACCTCGTCAGGATTCCG 
 CG10743R AATGGCGCTACCTCCATCGTT 
CG11526 CG11526F GCAGCTTCGCCAACGTCCA 
 CG11526R TCGCCACTCAAATCCGGTTGCT 
CG11576 CG11576F TTAGCAGTTCGACTCTGCG 
 CG11576R AAGGGAGTACGCCCAGGT 
CG11665 CG11665F AATGCCATAAGCTACACGAA 
132 
Gen Oligonukleotid Nukleotid-Sequenz 5'-3' 
 CG11665R TAATCATTGACCGCCTCGAAC 
CG1416 CG1416F AACAATCGCAAGGGCAAGCTC 
 CG1416R CCCTCGTAAAGGCAGTGACCA 
CG15373 CG15373F TTAACATAGACTCAGCGGTCG 
 CG15373R TCCCGGCACCATCATC 
CG16721 CG16721F CTGCTGTCGCCCAACAACGAA 
 CG16721R CTCCTTCTCATACTGCACCGAAT 
CG17378 CG17378F CCAAGCTGCCGAAATGC 
 CG17378R GCTCCAGCAGCAGCG 
CG17471 CG17471F AGAAAACATGCCGTCACA 
 CG17471R CGGATGGTATTGCTTTAAAAATGCG 
CG17528 CG17528F ATTCACTCTTTCCGGTATCCCA 
 CG17528R CTATGTAGTGTTCCTTGCCCTT 
CG1893 CG1893F CATTATAATCGCCGACTGCTT 
 CG1893R TCACTAGGCCACTCTAATGGG 
CG1942 CG1942F CATTGGCATTAACATGGGCTT 
 CG1942R AGCCTTTCCTATTCTTCAAGGTT 
CG30340 CG30340F CACTGTTCATTGTGGTCGTT 
 CG30340R ATAAATCCGTCTGCCTCGAT 
CG32528 CG32528F CGGCTTTCACCAAAAGATTCCC 
 CG32528R GCACAAAGAATCCACCGAGCA 
CG33291 CG33291F ACTGACCGCTCTGATGATCG 
 CG33291R TGATCCTCTCACACCGCCCAC 
CG34191 CG34191F AAGTAACCTTCAAAATCACGCTA 
 CG34191R TTAGTTGGTGGCCCACTCG 
CG3494 CG3494F TTATATAGGAATGCGGGTGCG 
 CG3494R GTAATCCTCGACATGTATATGGTTTG 
CG3609 CG3609F GATTGACTTCTGGTCGCCCAA 
 CG3609R TTATTATGTTAGGTTTACACGTT 
CG4656 CG4656F GACCACTGAATCAAGCTCGACT 
 CG4656R ATCGCTGAATTCTCGCCGTA 
CG4946 CG4946F CGTGCACAGCTAGCCAG 
 CG4946R ATCTCTCCATCGGCATAAAAATAC 
CG5367 CG5367F CTGACCCATGATGCTCTCG 
 CG5367R AGCACAGATGGTTACCTCAAGG 
CG5890 CG5890F CTGATCCCTCGCCTTG 
 CG5890R ATTCAAGTTTATACGCTCATTATGTG 
CG6856 CG6856F TGTTCGGGAACCTGAAAAAG 
 CG6856R CTGCTTACCCATTTCCTCCA 
CG7049 CG7049F TCACGCATTCTTGGC 
 CG7049R TTAAGATGACAACAATTATATTAGTCCTC 
CG7097 CG7097F AATTACTCGTAGGCTAAGCAG 
 CG7097R CTCGTTCTTGATTTTCCGTTG 
CG7656 CG7656F CTCTGGATCCTTGGCGACCTC 
 CG7656R ATGCACAGATCACCGTTCTCGT 
CG7945 CG7945F CTGTTCGGGACAACTCTCA 
133 
Gen Oligonukleotid Nukleotid-Sequenz 5'-3' 
 Cg7945R ATGCTGCTTTCTTTATTATTCGT 
CG8312 CG8312F CCAACGCCGTCTACGATAAT 
 CG8312R GTCTGAATCGGAGCCATCAT 
CG9593 CG9593F CTAATCCCCATCAGAGTTATCG 
 CG9593R CCGCACGAAAATTTCAATC 
Clic ClicF TTTGTTCTGCCAGGAGTACTTCA 
 ClicR CGGCATCAGCTCACAGTCG 
cont contF ATTGTAGATTGGAACAGATTGAC 
 contR CCTGTGGCCAATGAGTT 
coro coroF CTCGAAATACCGAATGACC 
 coroR GTCGTGATTTGGAACGTG 
cpo cpoF ATCCGTTGCTGCTGTCCCGACCA 
 cpoR AGTCCATGCTCTGCGAAAGTCCC 
CycG CycGF GGTTGTACCGCTGGTGATCT 
 CycGR CGGGTGTACGACTCCTTGAT 
Cyp9f2 Cyp9f2F CAATGCAGTTGCGTTGACC 
 Cyp9f2R  ATCCTTAAGGTCGAGCTTTTCG 
dac dacF TAAACAAAAGTGTCGGCCATG 
 dacR TGAGCAACTGGATCCTCGTC 
exba exbaF GAACTACTGCCCACTGTTGC 
 exbaR TGACTGAAGCCATTCGACA 
Fer3HCH Fer3HCHF GCCTACCATTTCGATCG 
 Fer3HCHR TCATTTCGCAGGATGCAT 
Fim FimF CGTAAATTTGTCGTATTCGCTA 
 FimR TTAAGGATTTTAAGCGGAAC 
Gel GelF CTCACTCAGGCTATGCTCGAC 
 GelR TGAACCCAAAGGCACGACCAC 
GlyP GlyPF ACTTCATGTTGCCGGTACCAG 
 GlyPR AACCCCTCTTCCATGTTCGAC 
HDAC4 HDAC4F CCTCCGCCACAAAGTCCGGTA 
 HDAC4R ACACGCTCTGCAGTCGACCAC 
Hey HeyF ACTCGCTTAGCTATGATCCG 
 HeyR CTTCCACTTGTCCGCGAGA 
homer homerF AGAATGCCATGAAATCGGCCAAC 
 homerR CAATGCTTCCGCCAGACGAGA 
hop hopF TCGGAAATATCCTTTCTCGTT 
 hopR CAACACACGGTAATTTACAAA 
Hr38 Hr38F GTTTCTGTCCGTTGTTTGTCC 
 Hr38R AACTAGCCCCTAAGTTATGCC 
hts htsF GGTACATGCTGCCCGTCCAGA 
 htsR AGTGCGATAGCCAGCATTGTCCA 
jp jpF CAAAACTAGGCAAATGCAAG 
 jpR CTTTCCGTATTCAATTTCGTT 
Klp31E Klp31EF GTCCTCGAACTCCATTATGGC 
 Klp31ER AACAATCTAACCGACACAAGC 
ksr ksrF GACTGCTTCATCCCACGGCCAA 
134 
Gen Oligonukleotid Nukleotid-Sequenz 5'-3' 
 ksrR AGTTTGCCATGAACCGGACTCT 
lace laceF AGCTTCTACTCGAGGTACGTT 
 laceR CTGAAGATGCCCTCGACCA 
lute luteF ACTTCTCAGTCAATCGCGTCT 
 luteR TGGGTCTTTAATCCCGCCCTG 
LysP LysPF GACGCTTCTCCTACAACGAGT 
 LysPR TGGCTATTGTTCGACTTTATCCG 
MAPK-AK2 MAPK-AK2F CCACCCCACTGACGGACGACT 
 MAPK-AK2R CCTCCCGCTCCGTAAAGGCA 
Mbs MbsF AGCATAGCTCGGTATTTGGT 
 MbsR CCAGCACTTTCGTGTAACCCT 
Mical MicalF CAAATGCCAAACCTGGAGTT 
 MicalR TTAAGCAGCCGGTAGATGCT 
Mlc2 Mlc2F CTGACCCTGTTCGCCAACC 
 Mlc2R GGTTCTTGTCGTCGATCACCA 
Mlc-c Mlc-cF ACAACGACCAAGGATATCGAG 
 Mlc-cR CCACCGACGCATATCAGCTT 
Nep3 Nep3F AGGCCAACCAGATTTCGGACA 
 Nep3R TCGTTAAACCGCTCGATGCTCT 
Nrk NrkF TGTCGATTTGAACACGCCCAT 
 NrkR ATCAGACACATTGGTCACCGTA 
orb orbF TTCAATAGCGATTTTGTATATTTG 
 orbR ATACTTCTGCCGCAGCTG 
Orc6 Orc6F CTAAGCCTCGAGAAGCTG 
 Orc6R GAAAACCACCGAACTAGTACG 
pico picoF CGGAGCTCTACTTACCCGGACCC 
 picoR GTCCCACAACTGCTTGCCGTA 
pk pkF TTCCAATCAGAGCCGAGGTT 
 pkR TTCATTAGCCCAATCGTCAGC 
plexA plexAF ACCATTTCGAGCTTTACCCAA 
 plexAR TCCAGAAGTAAGATCGCCTGT 
Ptx1 Ptx1F GTCAGCATGAACAACGCATC 
 Ptx1R TTGCATCCCATTCGGCACC 
Rgk1 Rgk1F AAGTTTCATTCGGCGGAC 
 Rgk1R TCCCCGCAAATACCGTG 
Rtnl2 Rtnl2F GCACATACCAAATATAAGCAA 
 Rtnl2R ATAGCCGAAAGACTTTGATCG 
SelR SelRF TTGCTACAACAAACACTACG 
 SelRR GGTATGCTGGCATCGC 
shep shepF CAAAAGAAACAGCGGCAAG 
 shepR TTTGTTTCGTTTTTATTTGCTCT 
Sip1 Sip1F TGGAAGTAAACCCTCATCGC 
 Sip1R GTAGGTGCTCCATCATATCCG 
SKIP SKIPF CGGTGTTGAGTATGGATGC 
 SKIPR ATGGCCGTTAGCAATATTGT 
slbo slboF CACACTGACGGCCATGTCCAC 
135 
Gen Oligonukleotid Nukleotid-Sequenz 5'-3' 
 slboR ATGCCCAGCGTTTCCGTGTCC 
SNF4Agamma SNF4AgammaF CCCGCCTCGCAGTCCATCG 
 SNF4AgammaR TCTTGCGCTCAATCTCCGCTA 
Sox15 Sox15F TCAAGGGCACATTCTATCCAC 
 Sox15R GTATCCGCCATAGTTGCCGTA 
sqa sqaF CTACTTGCCCGCCGC 
 sqaR CATCTGTTGCTCCTTCTGGC 
sqh sqhF ATCCTCGTCTGTGAACCGATC 
 sqhR ATCCACGCCGCACACAC 
Syx1A Syx1AF CTTGTGAGCGAAATAACACCA 
 Syx1AR CTATCCTTGTTTACGGTGCAG 
szar szarF CGTCAGTTTCTTGCCCGTCT 
 szarR AGCACTCTACGAGCAACGACT 
Tie TieF TACATCCAGGGGAAATAGCT 
 TieR TACTTCAATCACCGGATCTCG 
tin tinF GGTCTTAAGCTTTATTTATTGTCCAA 
  tinR AGTACCAAAATCGAGCTGACAAATT 
Trim TrimF AATCGAAATTGTCGCGTTC 
 TrimR TGGTTATAATCCGCAAGAGC 
Tsp96F Tsp96FF CCGATGGACCTGGAGATTG 
 Tsp96FR CTGCTGATAAATGGCGTTGTT 
Tsp97E Tsp97EF TTCATGCTGTTCCTGATCCA 
 Tsp97ER GCTGAAGAAGATGCCCAGAC 
Tsp TspF TGCAGGCGGATGAGG 
 TspR GGTTCCTACAGATGCCAATG 
unc-89 unc-89F GGGCATCCAGAAGTCCAC 
 unc-89R AGTAGGTCAGCGCTCCCAG 
up upF AGTTCATCAAGCGTCAGGACCAG 
 upR CGCCTGCATCCTTCTTGGCAAT 
vri vriF AGTAAGCAAGCCCCTGTCCAA 
 vriR TCTCCACTTTCGCTGTGCAT 
Zasp52 Zasp52F ATGGACATCGAGGTGGC 
 Zasp52R TGGGGTAACTCCTTAATCTCAG 
zip zipF CTTATCCATTTGCTCCTTGTGC 







Tabelle 18 Übersicht der Expressionsdaten des in situ Screens  










FBgn0028550 A3-3 zgc:92851 JDP2 m, dlsc, u, 
vg, mxsc, lis 




si:ch211-254e15.1 CTNNAL1 vg, br, 
AntSen 
AntSen 
FBgn0029879 APC7 atp2a2a ANAPC7 m m, schwach u bis 
Stadium 6, späte 
Stadien kein 
Signal 
FBgn0034793 asrij ociad2 OCIAD2 m m, u, mg, hg 
FBgn0260960 Baldspot elovl6 ELOVL6 fg, es, cns, 
mg, vg, hg, 
br 
fg, hg, ps, br, vg 
FBgn0250788 beta-Spec sptb SPTB keine Daten  kein Signal 
FBgn0031150 bves popdc1 BVES kein Signal u 
FBgn0013995 Calx slc8a1b, slc8a2b, 
slc8a4a  
SLC8A1 m, ec m, u, br, hg, dv 
FBgn0033504 CAP LOC563408 SORBS2 vm, dlsc, dv, 
glc, hEpi 
vm, dv, glc, mg, 
hg dpm, lpm 
FBgn0263006 Ca-P60A atp2a2a ATP2A2 m, u, fg, mg, 
hg, sg, mu, 
vm, dpm, lpm 
m, u, dv, mu 
FBgn0032409 Ced-12 elmo1 ELMO1 u, vg, br u, vg, br 
FBgn0032796 CG10188 arhgef1 ARHGEF
2 
keine Daten m, schwach u, 
späte Stadien 
kein Signal  
FBgn0036376 CG10743 si:dkey-207j16.2 PPFIBP1 keine Daten  u, mg, hg 
FBgn0035437 CG11526 fam40a FAM40A keine Daten  u, br, hg, dv 
FBgn0039882 CG11576 zgc:136909 C20orf54 mg, cc, yn, 
as 
mg, cc, yn 
FBgn0033028 CG11665 slc16a3 SLC16A3 u kein Signal 
FBgn0032961 CG1416 ahsa1 AHSA1 mg, hg,  mg, hg 
FBgn0030889 CG15373 casc1 CASC1 keine Daten  kein Signal 
FBgn0029820 CG16721 zgc:73347 TCP11L2 m, schwach 
u 
m, u, dv 
FBgn0031858 CG17378 zgc:91860 KIAA0513 kein Signal kein Signal 
FBgn0039924 CG17471 LOC560360 PIP5K2A u u 
FBgn0261387 CG17528 dclk1 DCAMKL
1 




FBgn0035390 CG1893 plscr3a PLSCR1;
PLSCR2;
PLSCR4 
glc, fg, hg, 
mg, u, cf 
fg, mg, hg, 
schwach u, cl, ps 
FBgn0033215 CG1942 zgc:101757 MOGAT3 head ms, as, 
yn,  
head ms, as 
FBgn0050340 CG30340 ednra EDNRA keine Daten  kein Signal 
FBgn0052528 CG32528 parvaa PARVA keine Daten  m, mg, hg, vm 
FBgn0264711 CG33291 A0PJR1_DANRE ABTB2 keine Daten  kein Signal 
FBgn0085220 CG34191 ufm1 UFM1 keine Daten  mg, hg,  
FBgn0035008 CG3494 lrrc10 LRRC10 keine Daten  u, mg, hg, dv 
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FBgn0031418 CG3609 dhdhl DHDH m, u, midgut ms 
FBgn0039055 CG4656 rassf6 RASSF6 keine Daten  m 
FBgn0259482 CG4946 mobkl2c MOBKL2
C 
m m, schwach u, 
späte Stadien 
kein Signal 
FBgn0032228 CG5367 ctsk CTSK keine Daten  kein Signal 
FBgn0039380 CG5890 kcnip1b KCNIP1 keine Daten  kein Signal 
FBgn0036819 CG6856 dtnbp1b DBNDD2 sg, u kein Signal 
FBgn0035102 CG7049 sumf2 SUMF2;P
HKG1 
keine Daten  m, u 
FBgn0263395 CG7097 map4k2l MAP4K2 pp, m m 
FBgn0036516 CG7656 cdc34a CDC34 u, br u, br 
FBgn0036505 CG7945 bag2 BAG2 m m 
FBgn0037720 CG8312 zgc:77057 FAM43A as,hEpi, 
dEpi, vEpi 
u, Epi, ts 
FBgn0038365 CG9593 angpt1 ANGPT1 keine Daten  kein Signal 
FBgn0030529 Clic clic2 CLIC2 u, hg, mg, pv u, hg, mg, pv 
FBgn0037240 Cont zgc:55318 CNTN5 fg, eph, hg, 
vEpi, at, 
hEpi, hy 
fg, eph, hg, vEpi, 
at, hEpi, hy 






FBgn0263995 cpo zgc:92689 RBPMS2 dlsc,mx, lis, 
Antsen, rgl, 
hEpi 
dv, dlsc, rgl, hEpi 
FBgn0039858 CycG ccng2 CCNG2 keine Daten  kein Signal 




mg, yn mg, yn 
FBgn0005677 dac dacha DACH2 vg, hg, br, 
cns, lrs 
br 
FBgn0250753 exba bzw2 BZW2 m, u m, ph, hg, mg  
schwach u 




keine Daten  kein Signal 
FBgn0024238 Fim lcp1 LCP1 m, ms as, vg, br, ms, dv, 
hg, cf, vm 
FBgn0010225 Gel capg CAPG vm of es, vm, 
mg 
vm of es, vm, mg, 
hg 
FBgn0004507 GlyP pygb PYGB mus kein Signal 
FBgn0041210 HDAC4 hdac9b HDAC9 keine Daten schwache 
Expression: mg, 
hg, fg, dv 
FBgn0027788 Hey hey2 HEY2 vg, br vg, br 
FBgn0025777 homer homer1 HOMER1 mg, u, vg, br, 
cns 
m, br, vg, cns, mg 
FBgn0004864 hop jak1 JAK1 keine Daten  kein Signal 
FBgn0014859 Hr38 nr4a1 NR4A1 kein Signal kein Signal 
FBgn0263391 hts add3a ADD3 keine Daten  u 
FBgn0032129 jp jph2 JPH2 mu mu 
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FBgn0032243 Klp31E A2RV26_DANRE KIF21A m kein Signal 
FBgn0015402 ksr si:busm1-122b7.1 KSR1 keine Daten  kein Signal 
FBgn0002524 lace sptlc2 SPTLC2 m, mg m, mg 
FBgn0262871 lute LOC556897 BTBD6 u u 





mg kein Signal 
FBgn0013987 MAPk-Ak2 zgc:158342 MAPKAP
K3 
keine Daten  m, lg, ps, mg, hg 
FBgn0005536 Mbs ppp1r12a PPP1R12
A 




FBgn0053208 MICAL micall2 MICALL1 mg vm, fg, hg, mg 
FBgn0002773 Mlc2 myl7 MYL7 mu mu 
FBgn0004687 Mlc-c cmlc1 MYL4 m, u m, u, dv, mu, hg, 
dpm, lpm 
FBgn0031081 Nep3 zgc:154079 ECE1 keine Daten  m, br, vg, cns, hg, 
mg 
FBgn0020391 Nrk musk MUSK keine Daten  br, vg 
FBgn0004882 orb zorba CPEB1 go, pc, vg, br m, u, pc, dv 
FBgn0023180 Orc6 orc6 ORC6L u, vg, br br, vg 
 
FBgn0261811 
pico LOC562032 GRB10 keine Daten  dv, fg, hg 
FBgn0003090 pk prickle2 PRICKLE
2 
keine Daten  br, vg, cf, hg, dv 
FBgn0025741 plexA plxna4 PLXNA4 keine Daten  m, u, br, vg, cns, 
hg, mg, fg 
FBgn0020912 Ptx1 pitx2 PITX2 mg, vg, hg, 
br, mp, cns, 
mu 
mg, vg, hg, br, 
mp, cns, mu 
FBgn0264753 Rgk1 rrad RRAD u, glc, hg schwach u, glc, 
hg 
FBgn0015831 Rtnl2 rtn2b RTN2 keine Daten  kein Signal 
FBgn0037847 SelR msrb3 MSRB3 vm  kein Signal 
FBgn0052423 shep rbms3 RBMS3 cns, vg, glc, 
cc, br 
kein Signal 
FBgn0010620 Sip1 slc9a3r2 SLC9A3R
1 




u, dv, at, hg, eph, 
hph, es 
FBgn0051163 SKIP samsn1a SAMSN1 cns, mg,vg, 
hg, br 
cns, mg,vg, hg, br 
FBgn0005638 slbo cebpa CEBPA hEpi, ps, 
vEpi, dEpi 
ps, Epi, dv 
FBgn0264357 SNF4Agamm
a 
zgc:153329 PRKAG2 mg,u mg,u 
FBgn0005613 Sox15 sox7 SOX7 dlsc dlsc 
FBgn0259678 sqa mylk2; mylk3 MYLK2; 
MYLK3 
mu mu, dv, hg, br 
FBgn0003514 sqh myl9 MYL9 m, u m, u, fg, hg, dv 
FBgn0013343 Syx1A zgc:101111 STX2 vg, u, br m, u, vg, br  
FBgn0250785 szar mpp2b MPP2 fg, es, eph, 
u, hg, vEpi, 
kein Signal 
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at, dEpi , 
hEpi, hy 
FBgn0014073 Tie tie1 TIE1 kein Signal m, hg, mg, u 
FBgn0051721 Trim9 trim55b TRIM55 mg, vg, br, 
cns 
mg, vg, br, cns 
FBgn0031850 Tsp thbs3b THBS3 eph, hEpi eph, hEpi 
FBgn0027865 Tsp96F cd9a CD9 m, mg, hg, 
fb, vEpi, sg  
m, pv, mg,  
FBgn0039465 Tsp97E tspan13 TSPAN13 m, vg, br m, br, vg 
FBgn0053519 Unc-89 speg SPEG keine Daten kein Signal 
FBgn0004169 up tnnt2a TNNT2 mu, vm mu, vm 
FBgn0016076 vri nfil3 NFIL3 at, es, hEpi, 
hg, ps, vEpi 
at, es, hEpi, hg, 
ps, vEpi 
FBgn0265991 Zasp52 ldb3a LDB3 m, mg, eph, 
dv, hy, mu, 
schwach u 
m, u, mg, hg, dv 
FBgn0265434 zip myh11 MYH11 m, mg, dv, 
hEpi, mu, vm 
m, mg, dv, hEpi, 
mu, vm 
kein Signal: es konnte kein in situ Signal detektiert werden. 
Abkürzungen nach (Hartenstein, 1993):  
Antsen: antennal sense organ; as: amnioserosa; at: atrium; br: brain; cc: crystal cell; cl: cypleolabrum; 
cns: central nervous system; ec: ectoderm; dEpi: dorsal epidermis; dlsc: dorsal/lateral sensory 
complex; dpm: dorsal pharynx muscle; dv: dorsal vessel; eph: Epipharynx; es; Esophagus; Epi: 
epidermis; fb: fat body; fg: foregut; glc: garland cells; go: gonads; hEpi: head epidermis; hg: hindgut; 
hph: Hypopharynx; lbr: labral sensory complex; lis: labial sensory complex; lpm: lateral pharynx 
muscle; m: maternal; mg: midgut; ms: mesoderm; mu: somatic muscles; mx: maxillar sensory 
complex; pc: pole cells; pp: pole plasm; ps: posterior spiracles; pv: proventriculus; rg: ring gland; sg: 
salivary gland; ts: tracheal system; u: ubiquitous; vEpi: ventral epidermis; vg: ventral nerve cord; vm: 
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